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L’Organisation Mondiale de la Santé estime que 2 milliards de personnes n’ont pas 
accès à l’eau potable et que 80 % des maladies affectant la population mondiale 
sont directement associées à l’eau. Il est évident que l’accès ainsi que le traitement 
de l’eau sont des enjeux majeurs. Le lien entre santé et qualité de l’eau est connu 
depuis très longtemps. L’utilisation de filtres remonte à l’antiquité, mais c’est en 
1745 qu’en France les premiers filtres pour l’eau ont été commercialisés. Les 
procédés de désinfection apparurent un siècle plus tard. La première usine de 
traitement par ozonation fut installée en Hollande en 1893. Cette technique est très 
efficace mais elle nécessite une main d’œuvre qualifiée, de plus elle n’assure pas la 
désinfection du réseau lors de l’acheminement de l’eau. C’est pourquoi la France a 
choisi de généraliser la désinfection par chloration. Enfin c’est dans les années 1975 
que les traitements biologiques firent leur apparition dans le traitement des eaux 
usées.  
Les techniques et les procédés de traitement se sont bien évidemment 
améliorés et sont de plus en plus élaborés. Les réglementations ont également 
changé au cours du temps, elles sont plus sévères. Les techniques se sont alors 
adaptées et de nouveaux procédés ont vu le jour, permettant l’élimination des 
bactéries (cause de nombreuses maladies hydriques) sans ajout de produits 
chimiques (pouvant engendrer une pollution de l’eau également). Les procédés 
membranaires et notamment la filtration, permettent ce genre de performance. 
Mais il existe encore certains verrous ; le comportement spécifique et complexe des 
bactéries lors du transfert à travers des milieux poreux étant peu connu. A titre 
d’exemple, des fuites de bactéries ont été mises en évidence (Lebleu, 2010) lors du 
transfert de bactéries dans des pores plus petits que leur taille.  Les bactéries sont 
ainsi capables de se déformer à l’entrée de petits pores. Par ailleurs, dès lors que des 
bactéries sont présentes dans système, la formation de biofilm est possible. Sous 





défavorables car elles adaptent leur comportement afin de trouver la meilleure 
solution pour leur survie. Ces problèmes complexifient le fonctionnement des 
procédés de filtration et leur maîtrise nécessite une meilleure compréhension du 
transfert de bactéries à travers les milieux poreux.    
Depuis quelques années de nouveaux systèmes expérimentaux issus des 
techniques de miniaturisation microélectronique sont apparus. Ces techniques ont 
donné naissance à de nouvelles disciplines comme la microfluidique étudiant des 
écoulements de fluides (simples ou complexes) dans des systèmes artificiels à 
l’échelle du micromètre. Par ailleurs, l’utilisation des matériaux comme le PDMS 
(polydiméthylsiloxane) qui est un élastomère biocompatible et optiquement 
transparent, a permis l’observation dynamique du comportement de matériel 
biologique en écoulement.  
L’objectif de cette thèse a été d’étudier le transfert de suspensions 
bactériennes lors de la filtration à travers des microcanaux (pouvant présenter des 
similarités avec l’écoulement à travers les pores d’un filtre) en mettant à profit les 
techniques microfluidiques. Le but est d’obtenir des informations sur le 
comportement bactérien en dynamique à une interface poreuse afin de comprendre 
les paramètres influant sur l’accumulation de bactéries dans les procédés de 
filtration. 
Ce manuscrit est organisé en cinq chapitres. Dans le premier une synthèse 
bibliographique est présentée afin de cibler le contexte ainsi que les besoins encore 
présents concernant le transfert bactérien à une interface poreuse. Ce chapitre 
permet de développer la problématique de cette thèse.  
Le deuxième chapitre est consacré aux matériels et méthodes mis en oeuvre 
dans cette étude. Le dispositif expérimental ainsi que les microsystèmes développés 
et utilisés pour cette étude, les différentes méthodes qui reposent sur des disciplines 






Dans le chapitre 3, les résultats expérimentaux seront présentés. Il y est 
montré que lorsque des bactéries Escherichia coli sont filtrées à travers des 
microcanaux, des panaches bactériens se forment à la sortie de ceux-ci. La 
dynamique de formation de ces panaches en sortie de microcanaux de géométries 
variables et pour différentes conditions hydrodynamiques est analysée.  
Ces résultats sont discutés dans le chapitre 4 en considérant l’impact de 
l’hydrodynamique sur la formation de panaches. Les simulations numériques des 
écoulements dans les microsystèmes avec le logiciel Comsol ont permis de 
déterminer la présence de zones d’écoulement secondaire spécifiques aux 
écoulements dans des systèmes confinés. Au vu des liens qui ont été établis dans la 
littérature, entre la formation de biofilm et ce type d’écoulements secondaires, une 
hypothèse sur la formation de panaches est proposée. 
Le cinquième et dernier chapitre est consacré à l’élargissement de l’étude à de 
nouvelles conditions physico-chimiques ou microbiologiques ainsi qu’au 
développement d’un microsystème permettant de tester la capacité des bactéries à 
former des panaches. Dans la première partie plusieurs paramètres seront modifiés 
tels que la physicochimie, avec l’ajout de calcium dans la suspension bactérienne, 
ou la microbiologie, avec l’utilisation de différentes souches bactériennes 
(Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, Enterrococcus hirae). Les résultats 
expérimentaux ont montré que la formation de panaches n’est pas spécifique à 
Escherichia coli mais est généralisable à de nombreuses conditions. La deuxième 
partie de ce chapitre est consacrée à l’utilisation d’un microsystème intégrant 
différentes géométries. Ce microsystème a permis de tester l’effet de 
l’hydrodynamique sur la formation de panaches pour les différentes souches 
bactériennes en une seule expérimentation.  
Enfin la conclusion de ce manuscrit présente la synthèse des différents 
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Chapitre I. Synthèse bibliographique 
L’objet de cette synthèse bibliographique est de présenter les notions nécessaires 
pour appréhender le comportement de bactéries dans un procédé de filtration, pour 
dégager les verrous encore présents ainsi que les clés correspondantes afin de 
positionner cette étude par rapport aux travaux déjà effectués. 
 Dans la première partie de ce chapitre les filières de traitement de l’eau, que 
ce soit dans un but de production d’eau potable ou pour l’assainissement des eaux 
usées, sont présentées. La présence de bactéries et ses conséquences y sont mises 
en évidence. Le comportement bactérien à une interface poreuse ou non sera 
ensuite présenté, avec les différentes étapes de la formation de biofilms ainsi que les 
paramètres influents. La dernière partie de ce chapitre est consacrée à la 
microfluidique qui s’avère être un outil intéressant et innovant pour l’étude du 
comportement bactérien à une interface poreuse en dynamique.  
 
I.1. Traitement de l’eau 
Le contexte industriel du travail concerne le traitement de l’eau qui est nécessaire 
dans deux filières bien distinctes : la production d’eau potable et l’assainissement 
des eaux usées, avant leur rejet dans l’environnement. 
 
I.1.1. Production d’eau potable 
I.1.1.1. Provenance de l’eau 
L’eau brute utilisée pour obtenir de l’eau potable provient soit : 
• Des eaux de mer ou saumâtres qui sont utilisées lorsqu’il n’y a pas de moyen 
pour s’approvisionner en eau douce. Elles ne représentent qu’un faible 
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pourcentage des volumes d’eau traitée en France pour la production d’eau 
potable. Leur traitement et notamment leur dessalement se font 
généralement par distillation ou osmose inverse. 
• Des eaux de surface qui proviennent des eaux de rivières ou de lacs (naturels 
ou artificiels). Elles représentent un tiers des volumes traités pour la 
production d’eau potable en France (Mouchet, 2006).  
• Des eaux souterraines qui représentent 67% des volumes d’eau utilisés pour 
la production d’eau potable en France (Eau, 2006).  
Dans la suite du paragraphe ne seront abordées que les eaux de surface ou 
souterraines. 
Les eaux brutes sont classées en trois catégories selon leur niveau de qualité initiale 
et donc suivant l’intensité du procédé utilisé pour les traiter (Martin-Lagardette, 
2004): 
• A1 : Bonne qualité, traitement physique simple et désinfection.  
• A2 : Qualité moyenne, traitement physico-chimique normal (clarification) et 
désinfection. 
• A3 : Qualité médiocre, traitement physico-chimique poussé (clarification, 
secondaire, affinage) et désinfection. 
 
I.1.1.2. Normes  
L’eau potable est une eau qui est destinée à la consommation humaine. Cette eau 
répond à différentes normes. Les normes de qualité à respecter sont en adéquation 
avec le code de la Santé Publique fixées par l’arrêté du 11 janvier 2007. En quelques 
points elles portent sur : 
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• Des critères microbiologiques : l’eau ne doit contenir ni parasite, ni virus, ni 
bactérie pathogène. Dans le Tableau I-1 quelques valeurs sont données à 
titre d’exemple. 
 Paramètres Eaux surface (A3) Eau distribuée 
Limite qualité Escherichia coli 
Entérocoques 
20000 / 100 mL 
10000 / 100 mL 
0 / 100 mL 
0 / 100 mL 
Valeurs guides Bactéries coliformes 
Bactéries 
sulfitoréductrices  
50000 / 100 mL 
- 
0 / 100 mL 
0 / 100 mL 
Tableau I-1 : Limites de qualité impératives et valeurs guides fixées par l’arrêté du 
11 janvier 2007 relatif aux eaux brutes et aux eaux destinées a la consommation 
humaine (à l’exclusion des eaux conditionnées). 
 
• Des critères chimiques : les substances chimiques autres que les sels 
minéraux font l’objet de normes très sévères. Ces substances sont dites « 
indésirables » ou « toxiques ». 
• Des critères organoleptiques : l’eau doit être limpide, claire, aérée et ne doit 
présenter ni saveur ni odeur désagréable.  
 
I.1.1.3. Etapes jusqu’à la production 
Les étapes d’une filière de traitement classique pour arriver à une eau potable sont 


















Acheminer l’eau brute à l’usine de traitement. 
 
Arrêter les impuretés grossières. 
 
Permettre l’amélioration de la qualité de l’eau 
avant le traitement. 






























































Arrêter les particules fines en suspension 
Combiner à l’aération pour réduire la corrosion 
des eaux acides. 
Introduire de l’oxygène aux eaux souterraines. 
Réduire la corrosion et augmenter le pH. 
Réduire la concentration de microorganismes 
et oxyder la matière organique. 
 
Déstabiliser les particules en suspension et 
amorcer la formation des flocs. 
Augmenter le volume des flocs. 
Eliminer les particules de flocs. 
 
Filtration à travers du sable ayant des espaces 
entre les grains relativement importants, 
enlevant seulement les matières solides en 
suspension. 
Filtration à travers du sable ayant des espaces 
entre les grains très faibles. 
 
Détruire les microorganismes par ozonation, 
chloration ou radiation UV. 
Eliminer des polluants organiques dissous 
comme certains pesticides ou hydrocarbures. 
Par oxydation (aération) puis filtration des 
précipités formés (filtration sur sable). 
Simplification des étapes de clarification et 
d’affinage. 
Ajustement des ions fluorure à 1mg/L. 
Tableau I-2 : Catégories et étapes de la production d’eau potable. 
 
Suivant la qualité et la provenance de l’eau brute prélevée, souterraine ou de 
surface, les traitements utilisés seront plus ou moins poussés. Par exemple, pour les 
eaux superficielles comprenant des micropolluants et/ou des organismes 
pathogènes, une étape d’affinage est nécessaire (Mouchet, 2006).  
L’étape de désinfection présente un double objectif. D’une part l’élimination 
des pathogènes d’origine hydrique de l’eau brute. C’est la désinfection primaire. Elle 
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se fait par procédés chimiques ou physiques. Le plus courant est l’oxydation par 
chloration. Son utilisation est simple mais présente des inconvénients comme la 
formation de sous produits ou un risque d’augmentation de la résistance 
bactérienne. Une alternative à la chloration est l’ozonation mais ce procédé est 
limité aux grandes unités car sa mise en œuvre nécessite de grands volumes à traiter 
car l’ozone est peu stable, il faut également une main d’œuvre compétente et 
spécialisée. Ces procédés chimiques peuvent être remplacés par des procédés 
physiques tel que les rayonnements ultraviolet. Le deuxième objectif de la 
désinfection est le maintien des qualités microbiologiques de l’eau pendant la 
distribution. Cette étape de désinfection secondaire est généralement une 
chloration. La dose à ne pas dépasser est de 0,2 mg/L, limite fixée par l’arrêté du 11 
février 2007.  
La présence de micropolluants organiques ou minéraux conjuguée aux 
réglementations de plus en plus drastiques entraine les traiteurs d’eau à s’équiper de 
filières de traitement de plus en plus complètes et complexes. Elles doivent avoir 
une grande adaptabilité face aux variations de composition des eaux brutes à traiter.  
 
I.1.1.4. Limitations des procédés membranaires dans le traitement de 
l’eau 
I.1.1.4.1. Présence de fuites bactériennes dans des systèmes de 
filtration 
La production d’eau potable fait intervenir de nombreux procédés dans lesquels des 
suspensions contenant des micro-organismes sont amenées à être filtrées à travers 
un milieu poreux (filtration conventionnelle, procédés membranaires, colonne 
d’adsorption) et pour lesquels le transfert ou l’accumulation de bactéries doivent 
être limités ou évités.  
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Dans les dernières décennies, les techniques membranaires se sont 
développées et elles sont aujourd’hui de plus en plus utilisées dans les filières de 
production d’eau potable. Elles sont introduites afin de réaliser l’étape de 
clarification (microfiltration, ultrafiltration) ou pour séparer certains micropolluants 
spécifiques, notamment les sulfates ou l’arsenic par nanofiltration (Legube, 2010). 
Les procédés membranaires peuvent également apparaître comme 
d’excellentes alternatives lors de la désinfection. En effet cette technique ne 
nécessite pas d’oxydant chimique (ce qui évite la formation de sous produits) étant 
donné que la séparation se fait par l’intermédiaire d’une barrière physique. Un autre 
avantage est que la qualité de l’eau produite est théoriquement indépendante de la 
qualité de l’eau brute de départ. Il y a cependant un risque de contamination 
bactérienne si l’efficacité du procédé membranaire diminue au cours du temps ou si 
l’intégrité de la membrane est compromise. En effet, l’utilisation d’une membrane 
d’ultrafiltration intègre pour la filtration d’une suspension d’Escherichia coli offre une 
excellente protection bactérienne mais dès lors qu’il y a présence d’un défaut le taux 
d’abattement chute de 7 logarithmes décimaux à une valeur comprise entre 2 et 0 
(suivant le type de défaut) (Lebleu, 2010). Un autre phénomène limitant, 
difficilement observable mais néanmoins existant, est la fuite bactérienne. 
Hasegawa & al (2003) ont observé que des bactéries sont capables de s’infiltrer à 
travers des membranes de microfiltration lorsque la sortie perméat est un milieu 
nutritif. Le gradient de pression peut être à l’origine également du transfert facilité 
de microoorganismes. En effet il a été montré par Lebleu & al (2009) que lorsque le 
diamètre des pores est proche des dimensions des bactéries filtrées, les mécanismes 
de sélectivité basés sur l’exclusion par la taille sont mis en défaut du fait de 
l’aptitude à la déformation de certains de ces microorganismes (Figure I-1).  




Figure I-1 : Image au microscope électronique d’Escherichia coli à une interface 
poreuse (Lebleu, 2009). 
 
Ce comportement particulier des bactéries n’est pas influencé par des propriétés de 
surface spécifiques (potentiel de surface ou encore caractère hydrophile-
hydrophobe de la particule) mais est gouverné par les caractéristiques structurales 
de la paroi bactérienne : épaisseur et élasticité de la couche de peptidoglycane. Ainsi 
les bactéries capables de transférer à travers des membranes dont les diamètres de 
pores sont inférieurs à leur dimension, sont des bactéries à Gram négatif. En effet il 
existe deux grandes classes, les bactéries de type Gram + et Gram -, différenciées 
par la structure et composition chimique de leur paroi, Figure I-2.  




Figure I-2 : Structures pariétales chez les bactéries de types Gram -/ Gram +. 
(Bisognano, 2000) 
 
Les bactéries de type Gram + possèdent une couche épaisse (15 à 75 nm) de 
peptidoglycane, qui donne à la paroi sont caractère rigide ; cette couche est 
traversée par des acides teichoïques. A l’extérieur, les exopolysaccharides (EPS) 
sont généralement présents sous forme diffuse ou plus structurée de type capsule. 
La paroi des bactéries de type Gram – est plus complexe, bien que plus fine 
(10 à 15 nm). Elle est constituée également d’une couche de peptidoglycane mais 
celle-ci n’est pas à l’extérieur mais se situe entre la membrane plasmique et la 
membrane externe associées à des lipopolysaccharides qui est rendue perméable 
aux molecules hydrophiles par la présence de porines. 
Des appendices extracellulaires peuvent être présents : flagelles, pili,… et 
impliqués dans l’adhésion bactérie/cellule eucaryote, bactérie/bactérie,… 
(membrane 
cytoplasmique) 
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La faible épaisseur de la couche de peptidoglycane permet aux bactéries de 
type Gram – de se déformer alors que la rigidité engendrée par la grande épaisseur 
empêche les fuites des bactéries de type Gram + (Lebleu, 2009). 
 
I.1.1.4.2. Présence de « streamers » au sein des systèmes de filtration 
La présence de biofilms (ce comportement bactérien spécifique est présenté dans la 
section I.2.1) peut être retrouvée entre les entretoises utilisées dans les procédés 
d’osmose inverse ou de nanofiltration. Dans le cas de la Figure I-3, les biofilms 
formés ont une structure en  « streamer ». Les « streamers » sont constitués d’une 
tête en amont qui est attachée au substrat et d’une queue en aval qui oscille dans le 
flux (Stoodley, 1997). 
 
Figure I-3 : Biofilm sous forme de « streamers » recouvrant des entretoises 
d’alimentation (Vrouwenvelder, 2009). 
 
La présence de ce biofilm entraîne de nombreuses conséquences sur l’efficacité des 
procédés. Vrouwenvelder & al (2009) démontrent que la présence de biofilm dans 
les entretoises situées à l‘entrée du canal d’alimentation entraine une chute de 
pression d’alimentation bien plus importante que lorsque les entretoises n’y sont 
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pas et qu’il y a seulement un biocolmatage de la membrane. Cette accumulation 
dans les entretoises va augmenter la résistance à l’écoulement et donc diminuer la 
productivité du procédé. En effet l’augmentation de la chute de pression à 
l’alimentation, due au biofilm, entraine une baisse de la force motrice sur 
l'installation totale, réduisant la production de perméat.  
Le biofilm présent dans les entretoises est sous forme des streamers (Figure 
I-3) localisés dans les zones de vitesses élevées. Il n’est pas possible d’obtenir des 
images au cours du temps sans arrêter les manipulations. Aussi cette information 
n’est accessible que lors de « l’autopsie » du système. 
 
I.1.2. Traitement des eaux usées 
La filière de potabilisation n’est pas le seul domaine où des suspensions contenant 
des bactéries sont amenées à être filtrées à travers des  milieux poreux. La filière de 
traitement des eaux usées souvent basée sur des procédés biologiques met 
également en œuvre des procédés de filtration.   
 
I.1.2.1. Provenance de l’eau 
L’origine des eaux usées arrivant en station d’épuration est multiple. Trois 
catégories sont généralement distinguées (Martin-Lagardette, 2004) : 
• Les eaux usées domestiques : Elles sont porteuses de pollutions organiques. 
Elles se repartissent en eaux ménagères provenant des salles de bain ou des 
cuisines, chargées en détergents, graisses, solvants ou débris organiques. On 
retrouve également les eaux usées dites de « vanne ». Elles proviennent des 
rejets de toilettes, elles sont chargées de germes fécaux et également de 
diverses matières organiques azotées. 
Chapitre I. Synthèse bibliographique  
25 
 
• Les eaux industrielles : De manière générale, ces eaux contiennent des 
métaux lourds, des micropolluants organiques, des hydrocarbures en plus 
des matières organiques azotées ou phosphorées. Les caractéristiques de ces 
eaux peuvent changer d’une industrie à l’autre. Dans certains cas, elles 
doivent subir un prétraitement avant d’être rejetées dans les eaux de collecte 
afin qu’elles ne présentent plus de danger et qu’elles ne perturbent plus le 
fonctionnement des stations d’épuration. Avant tout rejet dans le réseau 
public, une autorisation de raccordement est nécessaire. 
• Les eaux pluviales : Ces eaux peuvent constituer une source de pollutions 
importantes notamment en période de fortes pluies où elles pourront être 
chargées d’impuretés. Les eaux pluviales sont soit mêlées aux eaux usées 
domestiques, dans ce cas le système d’assainissement est dit unitaire, soit 
elles sont récupérées dans un réseau différent et ce système est dit séparatif. 
Il prévient ainsi le débordement des eaux usées dans le milieu naturel. 
 
I.1.2.2. But des différents procédés de traitement des eaux usées 
Le traitement des eaux citées précédemment a pour première  finalité  la protection 
de la santé publique notamment en préservant les ressources naturelles en eau. 
Pour atteindre ce but, il est nécessaire d’avoir des solutions techniques viables d’un 
point de vue économique et ayant peu d’impact sur l’environnement afin de :  
• Convertir les déchets en composés oxydés stables pouvant être stockés près 
des eaux propres sans effet néfaste pour l’environnement. 
• S’assurer que les eaux usées sont éliminées de manière fiable sans effet 
nuisible. 
• Récupérer et recycler les composants utiles des eaux usées et notamment 
trouver des solutions de réutilisation de l’eau. 
Chapitre I. Synthèse bibliographique  
26 
 
Afin d’atteindre ces objectifs les stations d’épuration sont composées de plusieurs 
unités. Une unité classique de traitement est composée de procédés physiques, de 
procédés chimiques et de procédés biologiques (Gray, 2005) dont les détails sont 


































































Obtention d’une qualité d’eaux usées constante. 
Sépare les grosses particules. 
Séparation des solides organiques et inorganiques 
du liquide. 
Petites bulles d’air qui entrainent à la surface les 
particules en suspension. 
Sépare les particules denses. 
Réduit la concentration de particules à 20mg/L. 
Sépare les solides du liquide. 
Concentre les ions et autres particules en solution 
et purifie l’eau. 
Sépare les particules de 0,005-0,1µm ainsi que les 
micro-organismes. 
Sépare les particules de 0,1-5µm et peut être utilisé 
pour la désinfection. 
Enlève les contaminants par adsorption sur 
charbon actif ou résines synthétiques. 
Ajustement du pH vers 7. 
Précipitation des composés inorganiques. 
Echange d’ions inorganiques (ions Ca ou Mg) par 
des ions (Na) attachés à des colonnes en résines. 
Soustraction ou addition d’électrons pour rendre 
les matériaux organiques ou inorganiques moins 
toxiques et moins volatils. 
Aération des eaux usées pour permettre aux 
microorganismes de consommer la matière 
organique. 
Les eaux usées passent à travers un filtre recouvert 
d’une couche de microorganismes qui 
consomment la matière organique présente. 
Assure la fiabilité dans la qualité des eaux traitées, 
en associant une séparation membranaire à un 
système biologique classique. 
Décomposion de la matière organique par un large 
éventail de microorganismes dans des étangs 






pendant de longues périodes. 
Utilisée pour des composés organiques très 
résistants. Les eaux usées sont stockées dans des 
grands réservoirs privés d’oxygène, où les 
microorganismes les transforment en méthane, 
dioxyde de carbone ou en acides organiques. 
Tableau I-3 : Catégories et étapes dans le traitement des eaux usées. 
 
Suivant la qualité et les spécificités des eaux usées arrivant dans la station 
d’épuration, l’enchaînement des différentes étapes peut varier. Dans le paragraphe 
suivant, les procédés membranaires sont décrits plus en détails, en particulier les 
bioréacteurs à membranes. 
  
I.1.2.3. Procédés membranaires dans le traitement des eaux usées 
Dans la filière des eaux usées, les procédés membranaires tels que la microfiltration 
ou l’ultrafiltration se retrouvent dans la partie physique du traitement, avec 
l’élimination des particules en suspensions alors que la nanofiltration ou l’osmose 
inverse, utilisés comme procédés d’affinage, sont dédiés à l’élimination de 
micropolluants.  
Egalement très présents dans les filières de traitement des eaux usées, les 
bioréacteurs à membranes sont l’association d’un réacteur biologique et d’une 
séparation physique par membranes poreuses. Ce type de procédé a pour avantage 
de coupler la fonction épurative du bioréacteur, qui va éliminer les matières 
organiques, à la fonction séparative de la filtration. Il permet d’obtenir une eau de 
grande qualité en termes de concentration en particules et de matières organiques 
mais aussi une désinfection poussée (Li, 2003). 
Ce procédé comporte cependant une limitation qui est le colmatage des 
membranes par la formation de biofilms sur celles-ci. De nombreux auteurs se sont 
penchés sur la compréhension de ce phénomène afin d’optimiser le procédé. 
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Différentes voies ont été envisagées pour réduire le biocolmatage, Chu et Li (2005) 
proposent des solutions hydrodynamiques en favorisant l’augmentation du 
cisaillement apporté par l’aération lors du nettoyage. D’autres auteurs préfèrent agir 
directement sur la formation du biofilm, en contrôlant le quorum sensing (Yeon, 
2008) ou en ajoutant du calcium dans les eaux usées qui a pour effet de stabiliser le 
colmatage à long terme en formant des bioflocs qui empêchent le blocage de pores  
(Kim, 2006). 
 
I.2. Comportement des bactéries à une interface poreuse ou non poreuse 
Dans les deux sections précédentes, il a été mis en évidence que les procédés de 
traitement d’eau présents dans les filières de production d’eau potable ou de 
traitement des eaux usées, sont souvent amenés à filtrer des suspensions contenant 
des bactéries. Or, le comportement des bactéries en écoulement dans des milieux 
poreux est complexe car les bactéries peuvent y être présentes sous forme 
planctonique (isolée en suspension) ou, à plus ou moins long terme, sessile (fixée 
sur un support). 
Les bactéries passent plus de temps sous forme de biofilm qu’à l’état 
planctonique. La définition d’un biofilm peut varier d’un auteur à un autre mais il 
est généralement considéré comme une communauté bactérienne adhérant à une 
surface, enrobée dans une matrice extracellulaire autoproduite (Carpentier, 1993). 
Dans la suite de ce paragraphe le passage des bactéries planctoniques à l’état 
de biofilms va être abordé et les différents paramètres pouvant influencer la 
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I.2.1. Formation biofilm 
Les bactéries sont des organismes opportunistes qui adaptent leur comportement 
face à la diversité environnementale qu’ils rencontrent. Cette faculté d’adaptation 
est une difficulté supplémentaire pour la bonne mise en œuvre des procédés de 
filtration membranaire utilisés en traitement des eaux (hors BRM) car même si 
99,9-99,99 % des bactéries sont éliminées par prétraitements quelques unes peuvent 
pénétrer dans le système,  adhérer à une surface et se multiplier sous forme de 
biofilm (Flemming, 2002). 
Les bactéries forment des biofilms car cet état leur procure de nombreux 
avantages : 
• Elles ont accès à une grande source de nutriments prés des surfaces et 
modifient leur métabolisme.  
• La proximité des différentes cellules augmente la possibilité de transfert 
génétique entre les bactéries.  
• Sous forme de biofilms, les bactéries sont protégées vis-à-vis des conditions 
environnementales défavorables via la matrice extracellulaire (Costerton, 
1999).  
La formation d’un biofilm est généralement décrite en 5 étapes (Figure I-4) : 
transport ; adhésion réversible ; adhésion irréversible ; maturation et détachement 
cellulaire. 




Figure I-4 : Schématisation des différentes étapes de la formation d’un biofilm 
(Jouenne, 2008). 
 
I.2.1.1. Le transport bactérien  
La première étape de la formation d’un biofilm est le transport bactérien vers le 
support à coloniser. Plusieurs facteurs entrent en jeu lors de cette étape. Les 
bactéries peuvent être transportées par convection mais également par diffusion, 
mouvement brownien, sédimentation ou par des facteurs biologiques. Elles ont 
aussi la capacité de « nager » ce qui peut être décrit comme un enchainement de 
mouvements rectilignes et de changements de direction de manière aléatoire. La 
chimiotaxie est le facteur biologique prédominant dans la phase de transport des 
bactéries. Il s’agit de la capacité des bactéries à détecter et adapter leur déplacement 
en réponse à un gradient chimique dans leur environnement (Saragosti, 2011). Dans 
le cas d’une substance chimique attractive ou répulsive, les bactéries vont adapter 
leur activité flagellaire par un changement du sens de rotation du flagelle de 
manière à orienter le déplacement vers les zones favorables (Pratt, 1998).  
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I.2.1.2. L’adhésion réversible 
Une fois les bactéries proches du support à coloniser, une fraction des cellules vont 
être adsorbées de façon réversible à la surface, c’est la deuxième étape. De 
nombreux facteurs vont influencer l’adhésion bactérienne, notamment des 
conditions de pression, température, de surface et d’énergie. La faible énergie des 
liaisons mises en jeu, qu’elles soient électrostatiques, stériques ou de van der Walls, 
explique la notion de « réversibilité » par simples mouvements Browniens des 
bactéries (Garrett, 2008). Dans tous les cas, si les forces répulsives sont plus 
grandes que les forces attractives, la bactérie se détachera de la surface. Des 
publications récentes (Lecuyer, 2011) ont montré qu’une contrainte de cisaillement 
importante limite la probabilité de capture de la bactérie à la surface (l’efficacité de 
l’étape 2 est réduite) mais, en revanche, si une bactérie est capturée, une contrainte 
de cisaillement élevée favorise un temps de séjour plus important de la bactérie 
adhérée (l’efficacité de l’étape 3 est plus importante). 
 
I.2.1.3. L’adhésion irréversible 
La notion d’ « irréversibilité » est liée aux multiples points d’interaction créés à ce 
stade conduisant à une liaison de forte énergie. Dans cette troisième étape 
différents appendices bactériens (flagelle, curli, pili) jouent un rôle important. Ils 
aident à surmonter les répulsions physiques de la double couche électrique. Une 
organisation va se mettre en place afin de surmonter ces répulsions, par exemple les 
bactéries réduisent la synthèse de leur flagelle inutile dans cette étape pour 
augmenter le nombre de leurs pilis. La physiologie bactérienne va s’orienter alors 
vers un phénotype « biofilm » qui est caractérisé en particulier par la production 
d’exopolymères qui vont « cimenter » le consortium bactérien (Jouenne, 2008). 
Cette étape nécessite la viabilité des organismes afin qu’ils puissent détecter leur 
position proche d’une surface et adapter leur comportement.  




I.2.1.4. La maturation 
Cette quatrième étape correspond à la maturation. Dans cette étape la taille du 
biofilm va augmenter par multiplication cellulaire et il va acquérir une structure 
tridimensionnelle. Le biofilm est composé de 10 à 15% de bactéries associées à 
75% à 90% de matrice extracellulaire (Costerton, 1999). Cette structure 3D va 
demander aux bactéries une auto organisation, possible grâce à une communication 
intercellulaire appelée quorum sensing. Au sein du biofilm, des canaux vont se 
former afin que les nutriments nécessaires aux bactéries ainsi que les déchets 
puissent circuler. 
 
I.2.1.5. Le détachement cellulaire 
Le détachement cellulaire est la cinquième et dernière étape de la formation d’un 
biofilm, elle permet la libération de bactéries afin de coloniser d’autres surface et de 
former ainsi d’autres biofilms. Cette étape rentre en jeu notamment lorsqu’il y a 
carence nutritionnelle dans le biofilm. Les bactéries sont de nouveau à l’état 
planctonique, elles vont alors procéder à une nouvelle synthèse de leur flagelle et à 
une réduction du nombre de pilis. C’est cette capacité d’adaptation des bactéries, en 
quittant leur biofilm pour coloniser d’autres surfaces, qui font des biofilms un 
véritable réservoir de pathogènes. 
 
I.2.2. Paramètres influant sur la formation d’un biofilm 
La formation de biofilms est complexe. Cette complexité entraine des structures de 
biofilms très différentes. On peut les trouver, par exemple, sous forme d’agrégats, 
de filaments, de champignons, de monticules creux ou de microcolonies. Cette 
diversité peut être expliquée par quatre paramètres majeurs : les propriétés de la 
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surface du support (Katsokogianni, 2010), l’hydrodynamique (Thomas, 2004 ; 
Lecuyer, 2011), la composition du milieu (Gaboriaud, 2006), ou le consortium 
bactérien et la diversité écologique du biofilm (Stoodley, 1997). L’influence de ces 
paramètres peut rentrer en jeu dans les différentes étapes de la formation du 
biofilm. Au vu du nombre de paramètres influents, nous nous sommes limités à 
l’étude de trois facteurs : le quorum sensing, la présence de calcium et la contrainte 
de cisaillement. 
 
I.2.2.1. Quorum sensing 
Le quorum sensing permet à des bactéries de s’adapter aux instabilités de leur 
l'environnement, à la présence d'autres bactéries et de modifier leur comportement 
à l’échelle de la population en réponse aux changements, en formant par exemple 
des biofilms (Davies, 1998).  
Cette communication est possible grâce à des signaux extracellulaires. 
Lorsque des molécules secrétées par la bactérie, appelées autoinducteurs atteignent 
une certaine concentration, elles se combinent avec la protéine d’un récepteur et 
activent la transcription du ou de gènes spécifiques induisant un comportement de 
groupe adapté. Il est nécessaire qu’il y ait une grande concentration de bactéries 
pour que le quorum sensing soit effectif.  
Sachant que le quorum sensing est un mécanisme indispensable à la 
structuration du biofilm (Davies, 1998), certains auteurs ont voulu mettre en place 
une parade au colmatage biologique dans les bioréacteurs à membrane (BRM), en 
jouant sur ce mécanisme (Yeon, 2009). L’idée est de contrôler la communication 
entre bactéries afin de réduire et/ou de modifier la formation du biofilm, de façon 
à améliorer les performances des BRM. Il existe trois stratégies pour contrôler le 
quorum sensing : soit en bloquant la production d’autoinducteurs, soit en 
interférant sur le signal entre l’autoinducteur et le récepteur, soit en inactivant le 
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signal de molécules d’autoinducteurs (Rasmussen, 2006). Pour les trois stratégies, il 
est nécessaire de sélectionner des composés capables d’interagir au niveau de la 
signalisation bactérienne afin d’être utilisés comme inhibiteurs de quorum sensing 
(Hentzer, 2002). Ces modes d’action ne sont cependant pas applicables pour limiter 
la formation de biofilm dans une filière de traitement d’eau car il nécessite l’ajout 
d’un produit chimique, potentiellement toxique, de manière continue. 
 
I.2.2.2. Paramètres physico-chimiques 
Les paramètres physico-chimiques (pH, force ionique) du milieu peuvent intervenir 
dans plusieurs étapes de la formation du biofilm, notamment dans l’adhésion 
(réversible ou irréversible) et la maturation. De ce fait plusieurs auteurs ont étudié 
le comportement de bactéries face à des variations de pH (Gaboriaud, 2006), ou de 
force ionique.  
 Les bactéries étant des particules chargées, la force ionique modifie 
l’épaisseur de la double couche électrique en surface. Ainsi, lorsque la force ionique 
augmente, la double couche électrique est moins épaisse (mais également plus 
dense), les répulsions électrostatiques entre bactéries chargées diminuent. Ainsi 
Jewett a montré en 1994 que lorsque la force ionique de la solution diminue de 10-1 
à 10-5 M (à pH neutre), l’efficacité de capture des Pseudomonas fluorescens sur un media 
poreux, chute de 90%, ici le media poreux est une colonne remplie de billes de 
silice. Il faut néanmoins faire attention car suivant le type de cations divalents 
utilisés, les effets sur les bactéries ne seront pas toujours identiques. Dès 1969, 
Rubin & al. ont déterminé que la concentration en sels nécessaire pour faire 
s’agréger les bactéries Escherichia coli (concentration critique de coagulation ou 
C.C.C.) en présence d’ions de valence identique (Ba2+ ; Sr2+ ; Ca2+ ; Mg2+) dépendait 
du rayon d’hydratation de l’ion. Plus celui-ci est élevé, plus la valeur de la C.C.C. est 
importante. Pour le cation Ca2+, Rubin & al ont déterminé une C.C.C. de 10 mM 
pour Escherichia coli. Cette valeur est retrouvée dans les travaux de Kawakami & al. 
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(2005). Dass et al. (2009) ont montré que l’ajout d’ions Ca2+ réduisait l’adhésion des 
bactéries Escherichia coli sur des substrats physiologiques tels que le collagène ou une 
monocouche de fibroblastes. A l’inverse le cation Mg2+ favorisait l’adhésion. 
Arrizubieta & al (2004) ont étudié l’effet du calcium sur les protéines associées au 
biofilm (Bap). Ils ont conclu que pour Staphylococcus aureus l'occupation des sites 
inhibiteurs par Ca+2 induit un changement de configuration des protéines Bap et les 
rend non compétentes pour la formation de biofilm. Par contre Kawakami & al. 
(2005) ont montré que l’ajout d’ions Ca2+ favorise la formation de biofilm 
d’Escherichia coli. En effet en présence de 10 Mm de Ca2+, ces auteurs ont constaté 
que E coli formait des biofilms en une heure. Ce résultat est en contradiction avec 
les résultats précédemment présentés. Néanmoins le peu d’informations sur les 
conditions expérimentales de formation du biofilm d’Escherichia coli, nous empêche 
de déterminer les raisons de cette contradiction. Kawakami & al (2005) avance 
comme raisons que ces phénomènes sont le résultat de l’activation par le calcium 
de mécanismes connus entrainant la formation de biofilm, ou l’activation d’un 
deuxième mécanisme de formation inconnu jusqu’alors.  
Le calcium a également un effet très important sur la structure 3D du biofilm 
formé. Lors de l’ajout de calcium dans le substrat, l’épaisseur de biofilm formé pour 
Pseudomonas aeruginosa mucoïde est  dix à vingt fois plus grande qu’en absence de 
calcium, en effet au bout de 24h, sans calcium, l’épaisseur du biofilm est de 35 ± 10 
µm contre 670 ± 80 µm avec. L’effet est moins important pour une souche de 
Pseudomonas aeruginosa PAO1, l’épaisseur est de 95 ± 21 µm sans calcium et de 120 
± 25 µm avec, au bout de 48h de formation (Sarkisova, 2005). Cette augmentation 
d’épaisseur de biofilm vient du fait que l’ion calcium augmente l’expression des 
gènes de la production d’exopolymères et la stabilité de ceux-ci après sécrétion. 
Banin & al (2006) se sont servis de ces résultats pour lutter contre la formation de 
biofilms en complexant les ions calcium par de l’EDTA. En effet l’ajout d’EDTA 
permet le détachement des bactéries et affecte en partie leur viabilité dans les 
biofilms de Pseudomonas aeruginosa. A l’inverse lors de l’ajout de calcium en plus de 
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l’EDTA, les biofilms obtenus sont viables et identiques à ceux formés 
naturellement. Donc par chélation des cations divalents, l’EDTA facilite la 
libération de bactéries de façon significative. 
D’autres équipes ont préféré avoir une approche plus globale sur la lutte 
contre le biocolmatage lors de l’utilisation de BRM. En effet Kim & al (2006) ont 
ajouté de hautes doses de calcium afin de former dans le réacteur des bioflocs assez 
denses et de taille suffisamment importante pour qu’ils ne puissent pas entrer dans 
les pores de la membrane. La formation de tels bioflocs a permis de  réduire le 
colmatage par blocage de pores. 
Ces différents travaux, ces différentes approches, confirment que les effets 
des ions et notamment des ions calcium sur le comportement collectif des bactéries 
mettent en jeu des phénomènes complexes avec des modes d’actions multiples.  
Ces effets ne sont pas parfaitement connus et donc encore très difficiles à maitriser.  
 
I.2.2.3. Paramètres hydrodynamiques 
L’hydrodynamique peut être un facteur déterminant de la structure du biofilm. 
Comme pour les facteurs physico-chimiques, les facteurs hydrodynamiques 
interviennent dans plusieurs étapes de la formation des biofilms. Les étapes 
d’adhésion, de maturation et de détachement sont concernées.  
 
Plusieurs études ont mis en évidence un lien entre l’adhésion de bactéries et 
la contrainte de cisaillement. Lecuyer & al (2011) ont étudié expérimentalement le 
comportement de Pseudomonas aeruginosa PA14, dans un microsystème en PDMS. 
Les canaux utilisés sont de 3 cm de long, entre 200 et 400 µm de large et leur 
épaisseur varie entre 30 et 65 µm. Les bactéries sont injectées dans le microsystème 
à débit constant entre 0,1 et 80 µL/min. Les auteurs ont montré que l’augmentation 
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de la contrainte de cisaillement conduit à une probabilité d’adhésion des bactéries 
plus faible mais, lorsque la bactérie est capturée, à un temps d’adhésion plus 
important (le temps de séjour mesuré de la bactérie augmente). Ce mécanisme 
appelé par les auteurs « shear enhanced adhesion » semble non spécifique du 
matériau utilisé, de la biologie des parois des bactéries ni de la physico-chimie du 
solvant. La présence de catch bond, « une sorte de liaison non covalente qui 
augmente le temps de dissociation avec la force de traction appliquée » est 
également réfutée par Lecuyer & al (2011). Un autre point intéressant est que les 
bactéries répondent aux variations de taux de cisaillement, en modifiant leur état 
d'adhérence. Par exemple, elles se détachent plus facilement lorsqu’il y a une 
soudaine variation du cisaillement. Ce phénomène n'est pas dû à des propriétés 
spécifiques des organites de surface (pili, flagelles) ou à la production 
d'exopolysaccharides, mais à une grande variété de conditions environnementales 
ainsi qu’aux différentes surfaces auxquelles les bactéries sont confrontées. Cette 
étude vient à la suite des résultats de Thomas & al (2004) qui ont décrit les 
mécanismes d’adhésion d’Escherichia coli sur une surface recouverte de mannose en 
fonction de la force de la contrainte de cisaillement. Ils ont décrit trois 
comportements des bactéries distincts : lorsque la contrainte de cisaillement est 
faible les bactéries vont se détacher de la surface, si la contrainte est moyenne, les 
bactéries vont rouler sur la paroi et dans le cas d’une forte contrainte de 
cisaillement, les bactéries seront en mode stationnaire. Cette différence de 
comportement serait attribuée aux interactions spécifiques entre FimH1 et le 
mannose. L’influence du taux de cisaillement sur l’étape d’adhésion et sur la 
formation de biofilm est vraiment très importante car s’il dépasse un seuil critique, 
il peut en résulter un empêchement de l’adhésion bactérienne ainsi qu’un 
phénomène de détachement. Ce seuil dépend de la nature des bactéries ainsi que du 
support sur lequel elles adhérent (Busscher, 2006). 
                                           
1 :FimH ou fimbria de type 1 est un organe de la bactérie constitué d'une structure extrêmement mince. C’est une 
substance permettant d’adhérer et non de se déplacer. Elle est aussi appelée pili. 
Chapitre I. Synthèse bibliographique  
38 
 
Concernant l’influence de la contrainte de cisaillement sur la structure du 
biofilm, Rochex (2008) et Stoodley (1999) sont en accord sur le fait que plus la 
valeur de la contrainte est importante plus le biofilm sera fin. Stoodley & al, (1997, 
1999, 2002) se sont intéressés à l’influence des conditions hydrodynamiques sur la 
formation de biofilm et notamment sur la présence de « streamers ». Lors de leurs 
travaux, les auteurs ont suggéré que plus la contrainte de cisaillement était élevée 
plus la longueur de la queue du streamer était grande (Stoodley, 1999). Par ailleurs 
ces auteurs montrent que les biofilms qui ont subi de grandes contraintes de 
cisaillement lors de leur formation, sont plus cohésifs et attachés plus fortement 
que ceux qui se sont développés sous des faibles contraintes (Stoodley, 2002). Il 
existe cependant un écoulement critique. Dans la littérature, certains auteurs ne 
sont pas arrivés à associer l’influence de la contrainte de cisaillement et le 
développement de streamers. C’est notamment le cas de Ngene & al (2010) qui ont 
travaillé sur la formation de biofilms autour  de micro-obstacles. Des panaches sont 
observés derrière ces obstacles ce qui correspond aux zones de faibles contraintes 
de cisaillement, mais une accumulation bactérienne est également présente devant 
les obstacles, lieu correspondant aux zones de hautes contraintes et aux zones de 
grand coefficient de transfert de masse. 
Enfin, un lien existe entre la contrainte de cisaillement et la composition de la 
communauté bactérienne (Rochex, 2008). Plus la contrainte de cisaillement est 
importante plus la diversité du biofilm diminue.  
De façon générale, ces études ont mis en évidence que la formation de biofilm 
permettait aux bactéries de coloniser un écoulement dans des conditions 
hydrodynamiques très différentes. La contrainte de cisaillement semble jouer un 
rôle significatif sur la cinétique de formation du biofilm ainsi que sur sa structure 
tridimensionnelle. Ces différents travaux montrent l’étendue du travail effectué sur 
l’influence de la contrainte de cisaillement et de l’hydrodynamique sur la formation 
de biofilms, mais également l’étendue des questions encore posées. 




Depuis le début de ce chapitre nous avons mis en évidence la difficulté de 
maîtriser le comportement collectif des bactéries à une interface que celle-ci soit 
poreuse ou non. Cette complexité engendre un besoin : l’acquisition d’informations 
sur le comportement bactérien au cours du temps à une échelle microscopique. 
 
I.3. Méthodes innovantes de caractérisation  
Les bactéries sont des organismes de taille micrométrique, afin de pouvoir les 
observer, il existe plusieurs sortes de microscopie. Dans ce paragraphe, une 
description des techniques utilisables est donnée, que cela soit des microscopies 
optiques ou électroniques. La microscopie confocale est quant à elle mise en 
exergue en fin de paragraphe. Une deuxième partie est consacrée à l’émergence de 
nouvelles disciplines comme la microfluidique, qui permet l’acquisition 
d’informations jusqu’à maintenant difficiles à obtenir. 
 
I.3.1. De la microscopie optique à la microscopie confocale 
En règle générale un microscope est constitué d’une source lumineuse et d’un 
diaphragme qui règle la quantité de lumière qui pénètre dans le condenseur. Le 
condenseur dirige la lumière à travers l’échantillon qui est grossi grâce à un objectif 
surmonté d’oculaires.  
Il existe plusieurs types de microscopie optique, leur utilisation ainsi que leur 






































Technique la plus ordinaire. 
Image obtenue foncée sur un 
fond clair. Les échantillons 
sont généralement colorés 
afin d’avoir un meilleur 
contraste. 
 
Observer des échantillons 
invisibles en microscopie à 
fond clair car non colorables 




Observations détaillées des 
structures internes d’épaisseur 









L’échantillon apparait en trois 
dimensions et coloré, alors 
qu’aucun colorant n’est 
rajouté. 







Condenseur muni d’un disque 
opaque. Les rayons non réfléchis 
par l’échantillon n’entrent pas 
dans l’objectif. Le champ qui 
entoure l’objet apparait en noir et 
l’échantillon brille. 
 
Transformer de légères 
différences d’indice de réfraction 
et de densité cellulaire en 
différences d’intensité lumineuse 
observables. Le microscope est 
muni d’un disque opaque avec un 
anneau transparent et l’objectif 
d’une lame de phase qui régissent 
l’éclairage de façon à produire des 
zones de brillances différentes. 
 
Deux types de rayons au lieu d’un 
seul, qui sont scindés par des 
prismes. 
Tableau I-4 : Descriptif de l’utilisation et du fonctionnement des différents types 
de microscopie optique. 
Dans notre étude nous avons opté pour la microscopie la plus standard, à fond 
clair. 
La microscopie optique est limitée à une résolution de 0,2 µm. Elle ne 
permet pas la visualisation de virus ou de la structure interne des microorganismes. 
Sa limitation vient de la nature même des ondes utilisées (visibles ou non), et non 
de l’insuffisance du microscope optique en lui-même. En effet la résolution 
augmente avec la diminution de la longueur d’onde. L’apparition de la microscopie 
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électronique a permis l’obtention de ces connaissances manquantes. Ce type de 
microscopie éclaire les échantillons avec un faisceau d’électrons libres qui se 
déplacent sous forme d’onde. La résolution obtenue est mille fois meilleure que par 
microscopie optique car la longueur d’onde est 100000 fois plus courte que celle de 
la lumière visible. Son utilisation nécessite une lourde préparation des échantillons à 


















L’échantillon doit être 
sous forme de coupe très 
fine (100nm), déshydratée 
et comprise dans un 
support de type résine. 
Une coloration est 
également nécessaire afin 
d’augmenter le contraste. 
 
Les échantillons sont fixés 
à un support métallisés ou 
coatés, déshydratés et 
séchés. 
Les électrons traversent 
l’échantillon et sont focalisés par 
des lentilles électromagnétiques qui 
dirigent l’image sur un écran 
fluorescent ou sur une plaque 




Une image est produite à partir des 
électrons d’un faisceau primaire qui 
balayent un échantillon. Les 
électrons situés à la surface sont 
éjectés, ils sont ensuite recueillis par 
un capteur, amplifiés et convertis 
en signal transmis sur un écran ou 
sur une plaque photographique 
(Tortora, 2003). 
Tableau I-5 : Descriptif de la préparation des échantillons et du fonctionnement 
des différents types de microscopie électronique. 
 
La microscopie électronique  permet l’obtention de nombreux détails, mais la 
lourdeur de la préparation des échantillons ne permet pas un suivi en dynamique 
des processus. Elle n’est donc pas adaptée à notre étude. 
 
La microscopie à sonde a été inventée en 1980, elle permet d’aller encore 
plus loin dans le détail. En effet les microscopes à sonde peuvent atteindre un 
Chapitre I. Synthèse bibliographique  
42 
 
grossissement de 100 millions, ce qui permet de déterminer la forme des atomes, 
des molécules ou encore d’établir certaines propriétés électromagnétiques ou 
chimiques (Binnig, 1986). Il existe deux sortes de microscope à sonde, leur 












Une sonde métallique balaye la surface. Elle est amenée à la 
surface de l’échantillon jusqu’à ce que son nuage 
électronique atteigne celui des atomes de la surface de 
l’échantillon Un faible voltage est appliqué entre la pointe de 
la sonde et l’objet. Les électrons circulent à travers un canal 
dans le nuage électronique. Ce courant est dit en tunnel. 
C’est le déplacement de la sonde qui permet de 
cartographier la surface de l’échantillon. 
 
Une sonde en métal et en diamant qui parcours la surface 
d’un échantillon tout en maintenant constante la distance 
entre les deux pour cela une légère force est exercée sur la 
pointe. 
Tableau I-6 : Fonctionnement des deux sortes de microscope à sonde. 
 
Dans les deux cas l’échantillon n’a pas besoin d’une préparation particulière. 
Néanmoins notre étude ne nécessite pas l’obtention d’une telle finesse dans 
l’analyse de nos résultats. 
 
Le dernier type de microscopie présenté est la microscopie confocale. Elle a 
été conçue et imaginée afin d’obtenir une information sur la tridimensionnalité des 
échantillons et est très largement utilisée pour l’étude des biofilms. Le principe de 
ce microscope est d’illuminer l’échantillon à visualiser par un laser et d’en observer 
la fluorescence. Pour cela, l’échantillon doit contenir des fluorochromes qui seront 
choisis pour leur capacité à se fixer (et donc à révéler) sur des interfaces ou des 
constituants particuliers. Un élément important de ce microscope est une ouverture  
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placée au dessus de l’objectif qui permet de bloquer les rayons parasites venant des 
plans focaux inferieur et supérieur de l’échantillon. Comme cela, seuls les rayons 
provenant du plan focal désiré sont reçus. En scannant de cette manière 
l’échantillon dans son épaisseur, on obtient une série d’images pour les différents 
plans et une image en trois dimensions peut être reconstruite. Pour cela un 
traitement d’images est nécessaire. Le principe est donné sur la Figure I-5. 
 
Figure I-5 : Schéma du principe de l’analyse d’image (Pecastaings, 2010) 
 
L’échantillon est divisé en une série d’image sur l’épaisseur. Chaque image est à une 
distance connue et fixée par l’utilisateur, c’est le « pas ». Les images sont ensuite 
compilées afin d’obtenir une reconstitution volumique. 
Dans notre étude nous avons choisi d’utiliser la microscopie confocale, afin 
d’obtenir des informations sur la forme tridimensionnelle des colonies de bactéries 
mais également sur leur constitution en jouant sur le type de fluorochromes qui 
Chapitre I. Synthèse bibliographique  
44 
 
permettent une discrimination des substances présentes dans l’échantillon ainsi que 
l’état des cellules. 
 
I.3.2. Un nouvel outil : le microsystème 
I.3.2.1. Généralités  
Un moyen de plus en plus utilisé pour observer le comportement bactérien à une 
interface poreuse en dynamique est l’utilisation de microsystèmes. La définition 
classique de ce type de systèmes est qu’au moins une de ses dimensions 
caractéristiques est de taille micrométrique. Ce concept est né vers la fin des années 
1980 aux USA lorsque le besoin de miniaturiser et de mettre sur une même puce en 
silicium un capteur de traitement du signal et des actionneurs, est apparu.  
Les microsystèmes se situent dans le prolongement de la microélectronique 
avec l’utilisation de son matériau roi le silicium, croisé avec de nombreuses 
techniques de base que ce soit la photolithographie, l’oxydation ou le dépôt de 
couches isolantes. Que cela soit pour leur conception, leur fabrication ou leur 
utilisation, les microsystèmes se retrouvent au centre de nombreuses disciplines 
(Figure I-6).  




Figure I-6 : Multidisciplinarité dans la conception et la réalisation des 
microsystèmes (Esteve, 2000). 
 
Dans notre étude nous nous sommes intéressés plus particulièrement à la 
microfluidique. Comme décrit par Tabling (2003) dans « Introduction à la 
microfluidique », la microfluidique permet de mettre en œuvre des écoulements de 
fluides dans des conditions inhabituelles et inexplorées.  
 
I.3.2.2. La microfluidique 
Whitesides en 2006 donne la définition suivante : « La microfluidique est la science 
et la technologie des systèmes qui transforment ou manipulent de petites quantités 
de liquide (10-9 à 10-18 litres), en utilisant des canaux de dimensions de quelques 
dizaines à plusieurs centaines de micromètres ». L’apparition du premier 
chromatographe à gaz miniaturisé a eu lieu dans les années 1975 mais c’est 
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uniquement dans les années 1990 que la communauté scientifique s’est intéressée à 
cette miniaturisation.  
La miniaturisation des dispositifs a de nombreux avantages comme la diminution 
du coût lors de la fabrication, de l’utilisation et de l’élimination. Elle permet 
également une diminution du temps d’analyse, de la consommation de réactifs et 
une baisse de la production de sous-produits potentiellement dangereux 
(McDonald, 2000). 
 De manière générale les technologies microfluidiques utilisant le silicium, 
dites technologies « dures » (Tabling, 2003), restent chères vu le coût du matériau 
principal et sont inadéquates pour des systèmes utilisant une détection optique. De 
plus elles ne peuvent pas contenir de pièces mobiles. Une technologie dite 
« douce » est alors apparue. Elle est basée sur l’utilisation d’élastomères, comme le 
polydiméthylsiloxane (PDMS) ou les matériaux plastiques. Cette technologie 
nécessite la présence d’un moule (si la méthode de réplication est utilisée) mais la 
fabrication reste facile et rapide à mettre en œuvre. Une journée est nécessaire pour 
l’obtention d’un microsystème alors qu’avec des technologies dites dures la 
fabrication est estimée à une semaine.  
 
I.3.2.2.1. Utilisation du PDMS 
Nous nous sommes plus particulièrement intéressés à un élastomère, le PDMS. 
C’est le plus couramment utilisé en microfluidique du fait de ses nombreux 
avantages en regard de quelques inconvénients. 
• Avantages : Le PDMS est un matériau particulièrement adapté aux 
échantillons biologiques en solution aqueuse. En effet il est non toxique et 
biocompatible. La reproduction de géométries à des échelles micrométriques 
avec une grande fidélité est possible par moulage. C’est un élastomère donc il 
peut s’adapter à des surfaces complexes sans endommager le moule, sa mise 
Chapitre I. Synthèse bibliographique  
47 
 
en œuvre est simple et rapide. En effet il peut être collé à un autre support 
(verre, silicium) de façon réversible ou non, grâce à l’utilisation de plasma à 
air qui forme des liaisons covalentes permettant une adhésion irréversible 
(McDonald, 2000). C’est un matériau transparent, des détections optiques 
sont possibles ainsi que des observations directes des phénomènes. Sa 
surface peut être contrôlée et modifiée. 
 
• Inconvénients : Mais comme tout matériau, le PDMS, n’a pas que des 
avantages. Son utilisation n’est pas parfaite, notamment en biologie. Le 
PDMS peut absorber/adsorber des petites molécules hydrophobes ou des 
médicaments avant qu’ils n’atteignent leur cible, ce qui va modifier ses 
propriétés de surface. La capacité d’adsorption du PDMS est d’ailleurs 
exploitée comme matrice d’extraction pour enlever les traces de composés 
organiques dans des solutions (Velve-Castillas, 2010). Une autre 
caractéristique limitante du PDMS est sa perméabilité à la vapeur d’eau : le 
PDMS est utilisé industriellement comme membrane de pervaporation. En 
effet cela peut conduire au séchage au cours du temps du système ou à la 
variation d’osmolarité moyenne (Velve-Castillas, 2010). Mais de manière plus 
générale le PDMS est souvent incompatible avec l’utilisation de solvants 
inorganiques, ou avec des solutés organiques de faibles poids moléculaires 
(McDonald, 2000). Il est également sensible aux températures élevées. 
Malgré ces limitations l’utilisation du PDMS comme dispositif 
microfluidique dans les études biologiques est majoritaire par rapport aux 
autres élastomères ou plastiques.  
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I.3.2.2.2. Exemples d’utilisations de la microfluidique en biologie 
La microfluidique avec l’utilisation de microsystèmes en PDMS, permet le suivi en 
dynamique de divers phénomènes à la micro-échelle. Cette section détaille certaines 
avancées faites dans le domaine des processus biologiques. VanDelinder & al 
(2006) ont utilisé un microsystème en PDMS pour séparer le plasma de l’ensemble 
du sang humain par exclusion stérique en flux tangentiel.  
 
Figure I-7 : Transfert des globules rouges à une interface à trois temps après 
injection du sang à l’entrée (a : 1 min ; b : 25 min ; c : 50 min). Barre d’échelle : 20 
µm. (VanDelinder, 2006). 
 
Dans cet exemple, il est intéressant de pouvoir étudier la déformation des globules 
rouges au cours du temps, sachant que leur diamètre est aux alentours de 7,0 µm 
lors de leur entrée dans des microcanaux ayant une section de 0,5*12 micromètres. 
La transparence du PDMS permet d’obtenir une image par microscopie à fond 
clair ; dans cet exemple VanDelinder & al (2006) ont utilisé un microscope inversé. 
Les auteurs ont noté qu’en passant dans les canaux, les globules rouges se 
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déforment (Figure I-7-a) puis au bout de 50 minutes de filtration, se fragmentent 
(Figure I-7-c). Il est alors également possible de noter l’adsorption de 
microparticules, pouvant être des fragments de globules rouges, sur la paroi des 
microcanaux. L’intérêt de cet exemple est que l’utilisation des microsystèmes en 
PDMS permet de visualiser des informations difficilement imaginables et 
accessibles par des méthodes classiques indirectes. 
 D’autres études originales ont combiné des domaines comme la 
microbiologie et la microfluidique. Par exemple pour l’étude de la direction de la 
nage d’une bactérie (DiLuzio, 2005 ; Binz, 2010 ; Saragosti, 2011) ou la rotation des 
flagelles bactériennes (Al-Fandi, 2006). A l’aide d’un dispositif expérimental ces 
auteurs ont pu constater que les bactéries Escherichia coli nageaient sur le coté droit 
(DiLuzio, 2005) lorsque les canaux, en PDMS, sont très confinés (Figure I-8) et 
que la paroi est de l’agar nutritif. Dans cette étude aucune convection forcée n’est 
imposée. Diluzio & al (2005) montrent que les bactéries nageant prés de la surface 
composée d’agar ont moins de changement de rotation et que le mouvement 
brownien est diminué, par rapport aux bactéries nageant prés de la surface en 
PDMS. Ce qui indique que le comportement des bactéries est dépendant de leur 
environnement. Binz & al (2010) ont effectué des travaux similaires ; ils ont étudié 
la nage de Serratia marcescens dans des microcanaux en PDMS, plus ou moins 
tortueux, sans imposer de convection forcée.  Dans des canaux droits, ces bactéries 
ont une vitesse de nage de 10 µm/s. Plus les canaux sont tortueux, plus les 
bactéries ont des difficultés à suivre les changements de direction et à parcourir de 
longues distances.  




Figure I-8 : Images à contraste de phase de bactéries nageant sur le coté 
droit (DiLuzio, 2005) (Barre d’échelle : 20 µm) 
 
Les microsystèmes en PDMS sont des outils très utilisés pour comparer des 
modèles mathématiques à des résultats expérimentaux jusqu’à présent très difficiles 
à obtenir, par exemple la rotation d’une bactérie au cours du temps (Figure I-9) 
(Al-Fandi, 2006). 
 




Figure I-9 : Rotation flagellaire d’une bactérie (Al-Fandi, 2006). 
 
Les microsystèmes en PDMS sont également utilisés pour étudier le déplacement 
orienté (chimiotactisme) des bactéries. Saragosti & al (2011) ont étudié l’influence 
de vagues de nutriments sur la trajectoire d’Escherichia coli. Ils ont confronté leurs 
résultats expérimentaux obtenus grâce à l’utilisation de microsystèmes en PDMS à 
des modèles cinétiques. 
Mais ce sont des travaux du type de ceux de Rusconi & al (2010, 2011) qui 
nous ont particulièrement intéressés, car proches de nos objectifs. Ces auteurs ont 
étudié la formation de filaments de Pseudomonas aeruginosa dans un canal en PDMS 
comportant des changements de directions. Les canaux utilisés ont une largeur de 
200 µm et une épaisseur de 100 µm, la longueur globale est de 6 mm.  Les auteurs 
ont relié la formation de ces filaments à la présence d’un écoulement secondaire 
(Figure I-10) au niveau des coins du canal par une approche originale reliant le 
développement microbiologique à la spécificité de l’hydrodynamique dans ces 
écoulements confinés.  









Figure I-10 : Comparaison entre la simulation numérique des flux secondaires (a) 
et le résultat expérimental de la formation de panaches (b) (Rusconi, 2010). (Barre 
d’échelle : 50 µm). 
 
Ces auteurs ont utilisé le logiciel Comsol afin d’identifier les différents écoulements 
présent dans les géométries du microsystème. Ngene & al (2010) quant à eux ont 
étudié la formation de biofilms autour d’obstacles en PDMS positionnés dans une 
cellule d’écoulement. Ils ont déterminé les contraintes de cisaillement sur ces 
mêmes obstacles. Les résultats expérimentaux ont été comparés aux simulations.  
 
I.4. Problématique de l’étude 
Lors de la mise en place du contexte de cette thèse plusieurs points ont été 
soulevés. Les filières de traitement de l’eau, que ce soit dans un but de production 
d’eau potable ou dans l’assainissement des eaux usées, comportent des procédés au 
contact de matrices contenant potentiellement des bactéries. Donc le 
comportement de bactéries en écoulement dans ces procédés doit être compris et 
maîtrisé afin de faire fonctionner le procédé dans des conditions sûres (afin de 
répondre à un objectif de désinfection par exemple) et économiquement viables (en 
limitant l’impact du colmatage). Comme présenté dans la section I.2 de ce chapitre, 
le comportement bactérien à une interface poreuse est complexe car il résulte d’un 
a b 
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couplage entre des phénomènes hydrodynamiques, des processus chimiques 
(quorum sensing (Davies, 1998), chimiotactisme (Pratt, 1998)) et microbiologiques. 
Cette complexité (et la multiplicité des paramètres) fait que ce  comportement ne 
peut pas être modélisé (comme cela est possible avec des particules inertes) et que 
seule l’expérimentation avec une  visualisation des phénomènes doit conduire à une 
analyse et interprétation. Or il est souvent difficile de réaliser de telles 
expérimentations en dynamique de façon directe.  
L’objectif scientifique de ce travail est de mieux comprendre le 
comportement d’une suspension bactérienne à une interface poreuse. En 
progressant sur la compréhension de ce processus, il devrait en effet être possible 
de mieux maîtriser les procédés impliquant la filtration de bactéries comme par 
exemple les procédés membranaires. Le travail de recherche autour de cet objectif 
repose sur l’utilisation des outils microfluidiques afin d’avoir un moyen de visualiser 
en dynamique le comportement bactérien à une interface poreuse. Le système 
expérimental mis en place pour l’observation comprend ainsi un microsystème en 
PDMS surmonté d’une caméra permettant l’acquisition au cours du temps du 
comportement bactérien. Devant la multiplicité des paramètres pouvant jouer un 
rôle dans l’accumulation des bactéries, nous avons choisi d’étudier particulièrement 
l’influence de l’hydrodynamique (en jouant sur la géométrie des canaux des 
microsystèmes), la physico-chimie des suspensions bactériennes (en ajoutant du 
calcium) et la généralisation des comportements bactériens obtenus (en utilisant 
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Chapitre II. Matériels et Méthodes 
Ce chapitre a pour but de détailler le matériel utilisé (suspensions bactériennes, 
microsystèmes de filtration, microscope…) durant ces travaux et de présenter les 
différents protocoles expérimentaux, protocole de conception et de fabrication des 
microsystèmes ainsi que de mise en suspension des bactéries ou de filtration. Il y 
est inclus une partie sur le post traitement des images obtenues expérimentalement.  
 
II.1. Préparation des suspensions bactériennes 
Les expérimentations présentées dans ce travail reposent sur la filtration de 
bactéries (Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, …). La préparation et l’utilisation de 
ces suspensions bactériennes (de la matière vivante potentiellement dangereuse et 
sujette à une grande variabilité) exigent un protocole expérimental précis et soigné.  
 
II.1.1. Choix des bactéries  
Durant les séries de manipulations, le comportement de plusieurs bactéries a été 
étudié : 
• Escherichia coli CIP 54127 (Collection de l’Institut Pasteur, Paris, 
France). E. coli nous a servi de bactérie de référence car elle est le 
témoin de contamination fécale et par-là même systématiquement 
recherchée et dénombrée lors de la potabilisation de l’eau.  
• Pseudomonas aeruginosa CIP 82118 (Collection de l’Institut Pasteur, 
Paris, France). 
• Deux isolats cliniques de Pseudomonas aeruginosa provenant d’un sujet 
atteint de mucoviscidose et caractérisé mucoïde : 7844 M ainsi que 




son révertant non muqueux 7844 S (Laboratoire de Bactériologie – 
CHU Rangueil – Toulouse). 
Les différentes souches de P. aeruginosa nous ont permis d’étudier l’influence 
de la sécrétion d’EPS et d’élargir nos résultats à d’autres sortes de bactéries de type 
Gram négatif. 
• Staphylococcus aureus CIP 4.83 (Collection de l’Institut Pasteur, Paris, 
France). 
• Enterrococcus hirae CIP 5855 (Collection de l’Institut Pasteur, Paris, 
France). 
Les deux souches bactériennes citées précédemment sont de type Gram positif. 
Elles vont permettre dans le chapitre Chapitre V de regarder si les résultats obtenus 
avec des bactéries Gram – sont identiques à ceux obtenus avec des bactéries de 
type Gram +. 
 
II.1.2. Conservation des souches  
Les souches bactériennes sont conservées à -80°C dans un bouillon Eugon 
(Biomérieux) additionné de 5% de glycérol. Après décongélation les souches sont 
ensemencées sur des géloses trypcase soja en pente (Biomérieux). Apres 24h de 
croissance à 37 °C elles sont conservées à 4 ± 2°C. Avant chaque manipulation les 
souches mères sont repiquées sur des géloses trypcase soja, en boite de Petri, et 
incubées pendant 24h à 37°C (Norme NF EN 12353).  
Les caractères morphologiques macroscopiques et microscopiques des 
cultures et des colonies, c'est-à-dire la forme des colonies, la pureté, la coloration de 
Gram, la mobilité bactérienne, sont systématiquement vérifiés avant la mise en 
suspension. 
 




II.1.3. Coloration de Gram  
La coloration de Gram est basée sur l’aptitude de la paroi bactérienne à permettre 
le transfert de l’alcool. Pour vérifier cela, un échantillon de suspension bactérienne 
est prélevé, coloré par du cristal violet (ou violet de gentiane) qui est fixé par du 
lugol (solution d’iodure de potassium) et rincé à l’alcool, les bactéries de type Gram 
– sont décolorées. Le prélèvement est ensuite recouvert de colorant rose (Fuchsine) 
afin de recolorer les bactéries de type Gram -. Les différentes étapes de la 












Figure II-1 : Etapes de la coloration Gram. 
 
• Si la bactérie est colorée en violet sa paroi est imperméable au solvant. Il 
s’agit d’une bactérie de type Gram +. 
• Si elle est colorée en rose il s’agit d’une bactérie de type Gram –.  
 
II.1.4. Examen de l’état frais  
L’examen de l’état frais permet de visualiser la mobilité, le mode de regroupement 
ainsi que la forme des bactéries. Pour cela à l’aide d’une oëse2, des bactéries sont 
                                           
2 Une boucle de fil de platine ou de plastique utilisée pour faire des cultures bactériennes. 




prélevées et étalées sur une lame de verre avec une goutte d’eau physiologique, la 
goutte est ensuite recouverte d’une lamelle.  Avec un microscope optique, objectif 
X40, la morphologie des bactéries (bacilles, coques…) ainsi que leur mobilité sont 
observées et décrites afin de s’assurer qu’elles correspondent aux caractéristiques 
des dites bactéries. 
 
II.1.5. Mise en suspension  
Les bactéries sont mises en suspension dans les solutions stériles. Pour cela elles 
sont prélevées de la boite de Petri à l’aide d’une oëse et dispersées dans le milieu. 
Leur concentration est déterminée par mesure de la densité optique à 640 nm au 
spectromètre UV (UviLight XTD 5, Secoman). Une concentration de 1 à 3.108 
(Unités Formant Colonie)/mL correspond à une transmission de 70% et de 77% 
respectivement pour Escherichia coli et Pseudomonas aeruginosa. 
Toutes les manipulations sont effectuées sous un PSM (Poste de Sécurité 
Microbiologique) type II respectant la norme NF EN 12469. 
 
II.1.5.1. Milieux de suspension utilisés 
Les suspensions bactériennes ont été préparées dans plusieurs milieux. En premier 
lieu, une solution aqueuse de NaCl à 9 g/L (eau physiologique), correspondant à 
155 mM est utilisée. 
L’eau physiologique est un milieu isotonique, il permet aux bactéries de ne 
pas gonfler, ni éclater grâce à la régulation de la pression osmotique interne. 
Les autres milieux de suspension utilisés sont préparés de façon à être dans 
des conditions isotoniques c'est-à-dire des solutions présentant une pression 




osmotique identique. Afin de déterminer dans chaque cas la concentration en sel 
correspondante, l’équation de Van’t Hoff ci-dessous est utilisée :  
          (II-1) 
Avec i : le nombre d’ions dissociés ; C : la concentration molaire volumique ; R : la 
constante des gaz parfait ; T : la température en Kelvin 
Deux autres solutions permettant de tester l’effet de l’ion calcium sur le 
comportement bactérien avec des conditions isotoniques équivalentes (Π = 7,58 
atm pour une température de 25 °C) ont été ainsi réalisées :  
• une solution aqueuse de CaCl2 à 103 mM 
• une solution aqueuse contenant un mélange NaCl+CaCl2 avec 
respectivement 78 mM et 51,5 mM 
Avant toutes manipulations, les différents milieux sont stérilisés par 
autoclavage (10 minutes à 121°C). 
 
II.1.5.2. Contrôle de dénombrement et de viabilité 
Des contrôles de dénombrement ainsi que de viabilité sont effectués dans chaque 
milieu de suspension à t0 mais également à t = 2h, qui correspond au temps d’une 
filtration. Pour t0 et à t = 2h, le protocole de dénombrement par inclusion est 
identique. 
Les bactéries sont mises en suspension dans les différentes solutions, la 
concentration est ajustée aux alentours de 1 à 3.108 UFC/mL par spectrométrie. La 
procédure suivie est la suivante : 
• 5 dilutions successives de raison 10 sont effectuées afin d’obtenir des 
suspensions comprenant entre 100 et 300 UFC/mL. 




• 1 mL de ces suspensions est inoculé dans des boites de Petri puis 
recouvert de gélose trypcase soja et incubé pendant 24h à 37 °C. 
• Les UFC sont ensuite comptées afin de connaitre le nombre exact. 
Ce dénombrement est effectué deux fois par suspension, la moyenne du nombre de 
bactéries comptées donne la concentration bactérienne des suspensions. 
Pour vérifier la viabilité bactérienne, l’opération de dénombrement est 
effectuée à t0 et à t = 2h. La différence correspond au nombre de bactéries qui sont 
mortes ou non cultivables dans les 2h de suspension.  
 
II.2. Microsystèmes de filtration (ou micro séparateurs)  
Des microsystèmes ont été réalisés afin de pouvoir observer directement le passage 
de bactéries à travers des microcanaux. La fabrication des microsystèmes repose sur 
la technique de photolithographie (Figure II-2).  
 
Figure II-2 : Principales étapes du procédé global de fabrication d’un 
microsystème en PDMS 
 
La réalisation des microsystèmes utilisés dans ce travail s’effectue en deux parties. 
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(Laboratoire d’Analyse et d’Architecture des Systèmes de Toulouse), qui permet 
d’obtenir le wafer en résine SU8 correspondant.  
La deuxième partie de la réalisation (étapes d à f) est le moulage des 
microsystèmes en PDMS sur les wafers précédemment réalisés (cette partie est 
réalisée à l’IMFT avec l’aide de Paul Duru). 
Les deux procédures vont être décrites dans le paragraphe suivant. 
 
II.2.1. Conception 
Les microsystèmes ainsi que les géométries des microcanaux sont conçus à l’aide du 
logiciel CleWin. Ils sont ensuite réalisés sur un wafer de 4 pouces dont la quasi 
totalité de la surface (à l’exception d’une distance de quelques millimètres en 
périphérie ; zone où la précision de la gravure n’est pas suffisante) peut être 
utilisée ; ce qui laisse une relative liberté quant au design des géométries.  
Nous avons pu réaliser ainsi une vingtaine de microséparateurs différents sur un 
wafer. Pour l’ensemble des gravures sur ce masque, nous avons choisi une 
épaisseur de gravure de 50 µm. 
Une nomenclature a été créée et écrite sur les wafers afin de faciliter la 
reconnaissance des géométries, comme représenté sur la Figure II-3. 





Figure II-3 : Représentation globale d’un wafer dessiné par le logiciel CleWin. 
 
Les filtrations frontales et tangentielles sont notées respectivement  F et  T. La 
deuxième lettre désigne la forme des canaux. Le détail est cité dans le Tableau II-1. 
D P Q V PP WP WQ 








   
 
   
Tableau II-1 : Récapitulatif de la nomenclature et des géométries dessinées sur le 
wafer. En foncé : le fluide ;  En clair : le PDMS. 





Le nombre suivant les lettres désigne la taille d’ouverture des canaux, 5 pour 5 µm, 
10 pour 10 µm et 20 pour 20 µm. La longueur des canaux varie de 170 µm pour les 
types quinconces à 200 µm pour les canaux type droits. Les barres de support font 
50 µm de large excepté pour les barres de la géométrie petits plots qui font 25 µm. 
Un micro-séparateur comportant différentes géométries, appelé Ftest, a 
également été conçu. Le Ftest permet de visualiser en une seule expérience 
l’influence des conditions hydrodynamiques en s’affranchissant du caractère 
aléatoire dû à l’utilisation du matériel microbiologique. La géométrie des canaux du 
Ftest n’est pas une succession du même motif contrairement aux autres géométries 
présentées dans le Tableau II-1. On retrouve sur celui-ci une zone de 20 µm 
d’ouverture de canaux et une de 10 µm. Différents types de canaux y sont dessinés, 
ils sont représentés sur la Figure II-4.  
 
Figure II-4 : Détails de la géométrie Ftest avec a : les canaux droits, b : un 
écoulement du type quinconces, c : en escaliers, d : les canaux dit Petits Plots et e : 
type Plots. En foncé : le fluide ;  En clair : le PDMS. 
 
La zone a illustre les canaux droits, b : un écoulement du type quinconces, c : en 
escaliers, d : les canaux dit Petits Plots et e : type Plots.  
Pour l’ensemble de ces micro-séparateurs, la zone de canaux n’est qu’une 
partie du microsystème, elle est la partie grisée de la Figure II-5. Elle mesure 1700 
µm (pour pouvoir être visualisée entièrement dans le champ du microscope avec 




l’objectif x10) et est constituée d’environ 25 canaux pour la géométrie canaux droits 
(le nombre de canaux varie suivant le diamètre d’ouverture).  
Afin de mimer le fonctionnement des procédés membranaires, l’alimentation 
de la zone comportant les microcanaux est réalisée de deux façons différentes.  La 
Figure II-5 présente les côtes des deux types de filtration avec le sens de 
l’écoulement. 
  
Figure II-5 : Représentation et description des différentes côtes pour les deux 
types de filtration présentes sur les wafers. (a : Filtration frontale ; b : Filtration 
tangentielle). 
 
Sur la Figure II-5-a est schématisé le type « Filtration Frontale ». L’alimentation se 
fait perpendiculairement à la zone filtrante. Sur la Figure II-5-b se trouve l’autre 
type de filtration qui est dite « Tangentielle », pour laquelle l’alimentation est 
parallèle à la zone filtrante. Cette filtration est constituée de deux sorties : le 
perméat et le rétentât. Dans nos conditions seule la sortie perméat est ouverte afin 
d’avoir la même quantité de matière traversant les canaux pour les deux types de 
filtration. 
Une limitation technique apparaît lorsque on cherche à réduire la taille 
d’ouverture des microcanaux en dessous 5 µm. Pour s’affranchir de cette limite un 
autre wafer (basé sur une gravure multicouche) a été conçu. Il est composé de 
a b 




zones avec des épaisseurs très faibles, un exemple est donné Figure II-6. La 
description totale des géométries est donnée en Annexe I. Faute de temps aucune 
expérience n’a été effectuée sur ces géométries. 
 
Figure II-6 : Exemple de la géométrie FDE1, avec un zoom sur les canaux double 
couche. En blanc : le PDMS ; En vert : Epaisseur 48 µm ; En bleu : Fente 
d’épaisseur de 2 µm. 
 
Une fois les designs validés, ils sont transmis au LAAS (plateforme RTB) afin qu’ils 
soient imprimés sur un transparent de haute résolution qui servira de masque. Ce 
masque est utilisé pour le traitement photolithographique d’une résine SU8 (qui est 
une résine photo-sensible) préalablement déposée sur un wafer en silicium 
(McDonald, 2000) qui est la technique la plus utilisée pour obtenir un relief positif. 
Une couche de résine SU8 est déposée sur le wafer en silicium préalablement 
protégé par une couche protectrice de silice. Un masque comportant les motifs 
choisis est déposé sur le tout. Ensuite l’ensemble est soumis à un rayonnement 
ultraviolet. La partie du masque comportant les motifs est opaque aux UV, l’attaque 
par le rayonnement se déroule seulement sur les parties exposées (Figure II-2-a). 
Ensuite le tout est soumis à un lavage chimique (permettant de dissoudre la partie 
exposée aux UV) et à une étape de gravure de la couche protectrice (Figure II-2-
b). Le reste de résine SU8 est éliminé dans une étape de décapage à l’aide d’acide 
nitrique (Figure II-2-c). 





II.2.2. Fabrication  
Le matériau utilisé pour la réalisation de nos expériences est le PDMS, 
polydiméthylsiloxane. C’est un polymère siliconé, de formule brute (C2H6OSi)n. Il 
est de nature hydrophobe mais devient hydrophile lorsqu’il reçoit un traitement 
plasma en surface, du fait de la présence de groupes silanol. Les caractéristiques 
importantes pour notre étude sont les suivantes : il est optiquement transparent, 
non toxique, biocompatible donc idéal pour l’observation directe d’organismes 
vivants. Son utilisation notamment pour l’étude des bactéries, des globules rouges 
ou pour la culture cellulaire a été présentée dans le Chapitre I. 
La fabrication de nos microsystèmes se déroule en plusieurs étapes dont les 
principales sont décrites par la Figure II-7 : 
 





































• La base du polymère est mélangée avec l’agent réticulant en proportion 10 :1, 
Figure II-7-a. La quantité de PDMS (Sylgard 184 silicone elastomer kit, 
Dow Corning) préparée est de 44 g (40 g de base et 4 g d’agent réticulant).  
• Une fois mélangé, le PDMS alors liquide, est dégazé à l’aide d’un 
dessiccateur relié à une pompe à vide, Figure II-7-b.   
• Lorsque la totalité du gaz contenu dans le PDMS est retiré, ce dernier est 
coulé sur les wafers, Figure II-7-c-d. Deux préparations de PDMS sont 
réalisées, une pour le wafer où les microcanaux sont dessinés et une pour le 
wafer vierge qui servira de capot.  
• Les préparations sont chauffées pendant 1h à 65°C dans un four, Figure 
II-7-e.  
• Dès que le polymère a refroidi, il est découpé, démoulé et percé au niveau des 
compartiments d’entrée et de sortie à l’aide d’un emporte pièce de 0,75mm 
(Harris Uni-core), Figure II-7-f. 
•  Les deux parties du microsystème sont collées grâce à un traitement au 
plasma (Plasma Cleaner, Harrick Plasma), 1 minute (puissance : 30 W), qui 
créé des radicaux libres et permet la liaison entre les deux supports, Figure 
II-7-g-h. 
La Figure II-8 est une photographie des microsystèmes obtenus, on peut voir que 
l’épaisseur totale est aux alentours de 1cm. Il faut donc des objectifs permettant 
d’avoir une grande distance focale pour la visualisation microscopique des 
filtrations.  





Figure II-8 : Photographie d’un microsystème. Epaisseur : 1 cm. 
 
II.3. Observation directe de la filtration 
Les suspensions bactériennes préparées extemporanément sont injectées dans le 
microsystème à l’aide d’un pousse seringue. L’étude du comportement des bactéries 
se fait en dynamique, en observant à l’aide d’un microscope muni d’une caméra, 
leur capture à travers les différentes géométries de microcanaux. Les résultats sont 
enregistrés et exploités au moyen d’un logiciel de traitement d’images. 
 
II.3.1. Le protocole de filtration  
II.3.1.1. Microscopie optique 
Avant de lancer la filtration, il faut s’assurer que le microsystème choisi n’ait ni 
fuite, ni poussière. Pour cela, les tubes sont lavés au Hellmanex, qui est un 
1 cm 




tensioactif, puis rincés à l’eau ultrapure (pour éliminer toutes traces du tensioactif). 
La seringue utilisée pour introduire ces solutions est munie d’un pré-filtre afin 
d’éviter l’introduction de poussières.  
Dés que ces étapes sont effectuées, le protocole de filtration est le suivant :  
• Préparation de 10mL de suspension bactérienne à environ 108 UFC/mL. 
• Rinçage de la configuration choisie avec de l’eau ultrapure, puis avec la 
solution dans laquelle est préparée la suspension bactérienne.  
• La suspension est injectée dans le microsystème avec un pousse seringue 
(PHD 22/2000, Harvard Apparatus) en évitant la présence de bulle dans le 
microsystème. Le débit est fixé à 1,41mL/h. 
• L’observation se fait à l’aide d’un microscope (Axiolab, Zeiss) muni d’un 
objectif x10. La puissance de l’éclairage est réglée en début d’expérience afin 
d’obtenir un niveau de gris moyen sur l’image (ce réglage est décrit dans la 
partie II.4 traitement des images de ce chapitre) 
• L’acquisition est réalisée par une caméra (Pixelfly QE, PCO) avec un temps 
d’exposition de 30ms avec 2 images par minute. Le logiciel Image J permet 
ensuite de travailler sur ces images. La durée maximale de la filtration est de 
2h. 





Figure II-9 : Dispositif expérimental. 
 
II.3.1.2. Microscopie confocale 
Certaines expériences ont été réalisées sous un microscope confocal (TCS SP2, 
Leica) afin d’obtenir des informations dans toute l’épaisseur de l’accumulation 
bactérienne. La microscopie confocale à balayage laser dite microscopie confocale 
focalise un rayon laser sur un point donné d’un échantillon. Les rayons provenant 
des parties supérieures ou inférieures au plan focal sont bloqués ce qui permet 
d’obtenir une coupe optique nette. Lorsque de nombreuses coupes sont réalisées il 
est possible de faire une reconstruction 3D de l’échantillon. L’échantillon doit être 
préalablement rendu fluorescent. Dans la suspension bactérienne d’Escherichia coli 
est injecté du Syto9 (Invitrogen) marqueur des bactéries et de la Concanavaline A 
(Invitrogen) qui marque certains exopolysaccharides (EPS) grâce à  son affinité 
pour les résidus α-mannopyranosyl et α-glucopyranosyl des molécules 
hydrocarbonées. La longueur d’onde utilisée pour l’excitation du Syto9 est de 488 
nm. La fluorescence émise est collectée entre  498 nm et 533 nm. La Concanavaline 
A est excitée à une longueur d’onde de 633 nm et la fluorescence émise est 




collectée entre 642 nm et 733 nm. Le nombre d’images capturées lors de 
l’acquisition est de 1 image toutes les 10 minutes car les UV sont bactéricides. En 
effet, les premières expériences effectuées avec un balayage UV de deux images par 
minute ont conduit à des résultats très différents de ceux obtenus dans les mêmes 
conditions mais en microscopie optique. Dans les zones non exposées aux UV était 
présente une accumulation bactérienne alors que celles exposées en étaient 
dépourvues.  
La microscopie confocale nous permet d’obtenir une information dans le 
temps avec une acquisition d’une image toutes les dix minutes mais également dans 
l’épaisseur du microsystème. Lors de l’acquisition dans le temps, sur l’épaisseur de 
50 µm, il y a acquisition de 25 images. Ces informations nous permettront de faire 
une reconstruction 3D avec le logiciel Amira. 
 
Le caractère vivant de notre sujet d’étude implique une variabilité des 
résultats obtenus. Face à cette constatation, chaque expérience est effectuée dans 
les mêmes conditions expérimentales lors de trois indépendants. 
 
II.4. Traitement des images  
Les images optiques sont exploitées avec le logiciel Image J et les images issues de 
la microscopie confocale sont traitées avec le logiciel Amira. Ces images sont dans 
un premier temps compilées afin d’en faire un film puis analysées pour en tirer des 
informations quantitatives. 
Le logiciel ImageJ traite les images en 12 bits, soit 4096 niveaux de gris. La 
taille de l’image est de 1425408 pixels2 soit S = 2,32 mm2 pour l’objectif x10 ce qui 
correspond à 783 pixels/mm.  
 




Avant chaque manipulation l’intensité de la lumière du microscope est 
ajustée grâce au logiciel Image J afin qu’elle soit identique pour toutes les 
expériences. On définit pour cela le niveau de gris minimum sur l’image à t0 qui 
représente le niveau de gris moyen dû à la structure des canaux et aux diverses 
impuretés. La Figure II-10 est la fenêtre du logiciel utilisée. 
  
Figure II-10 : Fenêtre du logiciel Image J utilisée pour régler la lumière du 
microscope avant chaque manipulation. 
 
La base minimale de l’histogramme des niveaux de gris est fixée aux alentours de 
2000. Une fois le niveau de gris de l’image établi, l’acquisition des images débute. 
Une fois la filtration terminée, les images obtenues sont compilées puis binarisées. 
La Figure II-11 illustre la binarisation de l’image t = 60 min pour la géométrie 
FQ10. 
 





Figure II-11 : Illustration du traitement de l’image t = 60 min pour la géométrie 
FQ10. a : Image non traitée ; b : Image binarisée. (Barre d’échelle : 200 µm) 
 
II.4.1. Quantification de la surface occupée par les bactéries  
Après binarisation des images, il est possible d’obtenir le nombre de pixels noirs qui 
correspond aux dessins des microcanaux et aux bactéries ayant été capturées 
(Figure II-11). 
Il est possible par ce traitement d’image d’obtenir la fraction d’aire de noir 
sur l’image au cours du temps. Pour obtenir la valeur correspondant à l’aire 
occupée par les bactéries, cette fraction est multipliée par l’aire de l’image, qui est 
de 2,32 mm2. La valeur à t0 est retranchée aux suivantes afin de quantifier 
uniquement la surface occupée par les bactéries accumulées, A, donnée par 
l’équation II-2. 
           (II-2) 
 
Avec S l’aire de l’image, %Aire la fraction d’aire de noir, à t0 et à l’instant t. 
 
II.4.2. Quantification de la longueur moyenne de l’accumulation 
La surface en mm2 des bactéries capturées n’est pas un paramètre intrinsèque 
puisqu’il dépend de la taille de la zone visualisée sous l’objectif du microscope. On 
a b 




peut considérer que l’aire correspondant aux bactéries accumulées est égale au 
produit de la largeur de l’image de la zone observée et d’une longueur. Comme cela 
est montré dans le Chapitre III, l’accumulation prend la forme de panaches en aval 
des microcanaux. Il est donc possible de déterminer à partir de la quantification de 
la surface la longueur moyenne des panaches selon : 
           (II-3) 
avec A l’aire de bactéries accumulées et L la largeur de l’image. 
La longueur moyenne, lmoy, des panaches permet de caractériser par un seul 















Figure II-12 : Représentation physique de la longueur moyenne des panaches. a : 
Schéma d’une image réelle ; b : longueur moyenne calculée correspondante. 
 
II.4.3. Quantification de l’efficacité de capture 
A l’aide des résultats de niveau de gris obtenus par le logiciel Image J, nous 
pouvons obtenir l’efficacité de capture des microsystèmes. Cette efficacité 
correspond au rapport du volume de bactéries accumulées sur le volume de 
bactéries transférées à travers le micro séparateur depuis le début de l’expérience.  
 




Pour accéder à ce résultat, il est nécessaire de quantifier le volume de 
bactéries accumulées. Ce volume peut être considéré comme proportionnel à l’aire 
des bactéries accumulées comme indiqué dans l’équation II-4 :  
          (II-4) 
Où ε est la porosité de l’accumulation des bactéries (aux alentours de 0,32) et x est 
le facteur de proportionnalité qui dépend de la façon dont se développent les 
bactéries dans la troisième direction (suivant z). Ce paramètre peut être borné par 
des valeurs limites extrêmes :  
• Si on considère que les bactéries s’accumulent dans un plan en 2D 
(formant un voile dans le plan xy qui a l’épaisseur d’une bactérie) x est 
l’épaisseur d’une bactérie, soit on le considère égal à 1 µm soit à 2 µm 
vu que les bactéries étudiées sont des bacilles de dimensions 1 x 2 µm 
et de 1 µm pour les bactéries de forme coques. 
• Si on considère que les bactéries s’accumulent en remplissant tout 
l'espace dans la troisième dimension (formant un colmatage 
volumique sur toute l'épaisseur) x est alors égale à toute l'épaisseur du 
micro séparateur soit 50 µm. 
Ces hypothèses correspondent, respectivement, à deux efficacités de capture 
minimale et maximale. Or, des expériences effectuées par microscopie confocale 
ont montré que l’accumulation bactérienne forme un panache avec une forme 
triangulaire le long de l’épaisseur du microsystème (Figure III-4 dans la section 
III.1.3). 
A partir de ces observations, on considérera que les panaches occupent la 
moitié du volume disponible du microsystème. On prendra donc une valeur de x 
égal à 25 µm dans l’équation (II-5), (ep/2) pour estimer le volume de bactéries 
accumulées dans le système avec ep l’épaisseur du micro séparateur soit 50 µm. Le 
volume de bactéries accumulées peut être relié alors à l’aire observée selon : 




           (II-5) 
A partir de cette estimation, on peut obtenir le volume de bactéries accumulées par 
mètre carré de surface filtrante en divisant le volume accumulé par l’aire de la zone 
filtrante (ep.L).  
           (II-6) 
Cette valeur si elle est multipliée par la masse volumique (en kg/m3) estimée des 
bactéries représente aussi la masse de bactéries accumulées par m2 de surface (en 
kg/m2). Une longueur moyenne d’accumulation de 100 micromètres (valeur 
classiquement obtenue dans notre étude expérimentale) correspond donc à une 
accumulation de l’ordre de 50 g/m2. 
Il est aussi possible de déterminer l’efficacité de capture selon l’équation II-7:  
          (II-7) 
Avec V le volume de bactéries adhérées défini par l’équation II-4; Q le débit 
volumique; C le nombre d’unités formant colonie par millilitre; Vb le volume d’une 
unité formant colonie et t le temps. Selon ce calcul, une efficacité de 1 
correspondrait à des conditions où toutes les particules sont capturées.  
 
II.5. Conclusion  
Les protocoles nécessaires dans les différents domaines ont été décrits que ce soit la 
conception des microsystèmes avec des techniques issues de la microfluidique et  
de la photolithographie ou l’utilisation du matériel vivant avec les méthodes 
classiques de la microbiologie. Ces différentes techniques développées pour 
répondre au besoin de compréhension du comportement des bactéries au niveau 




d’une interface poreuse ont conduit aux résultats présentés dans les chapitres 
suivants. Ce chapitre est une illustration de la pluridisciplinarité de cette étude. 
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Chapitre III. Etude expérimentale de l’accumulation de bactéries 
dans les micro-séparateurs 
Le but de l’étude est d’obtenir des informations concernant le comportement des 
bactéries filtrées à travers une interface poreuse. Cette étude repose sur l’utilisation 
d’outils microfluidiques permettant de réaliser des microsystèmes transparents. Les 
suspensions bactériennes sont filtrées à travers des microcanaux et sont filmées afin 
de suivre l’évolution de l’accumulation bactérienne au cours du temps. 
  Dans ce chapitre nous allons nous intéresser aux résultats obtenus par 
observations directes d’une suspension d’Escherichia coli filtrée à travers une 
structure mimant différentes configurations de filtration. La compilation d’images a 
permis d’obtenir plusieurs informations. Elles seront exploitées dans deux parties.  
Dans un premier temps seront traités les résultats bruts, avec la description 
des phénomènes observés ainsi qu’une étude dynamique. 
La deuxième partie sera consacrée à l’étude de l’influence de différents 
paramètres tels que l’ouverture des microcanaux, la tortuosité ou le débit.  
 
III.1. Comportement spécifique des bactéries  
III.1.1. Observations au microscope optique 
Les microsystèmes utilisés dans cette étude ont été appliqués à l’analyse de la 
filtration de particules de latex (Bacchin, 2010 ; Agbangla, 2011). Il est intéressant, 
dans un premier temps, de comparer  le comportement en filtration de ces 
particules « inertes » avec des bactéries qui sont des objets biologiques vivants.  
La Figure III-1-a présente le résultat après 120 minutes de filtration d’une 
suspension de E. coli à 108 UFC/ml, avec une géométrie de canal type 
Chapitre III. Etude expérimentale de l’accumulation de bactéries dans les micro-séparateurs 
84 
 
« quinconces » de 10 µm d’ouverture et un débit imposé de 1,41 mL/h. Sur cette 
image, l’accumulation de bactéries correspond aux zones sombres. En 
comparaison, les particules de latex sont des microsphères Sulfate latex 4% w/v 
(Invitrogen Molecular Probes) de 5 µm de diamètre. Elles sont filtrées en mode 
tangentiel, le débit est de 2 mL/h et la fraction volumique de  10−3 v/v dans une 
solution de KCl à 10-1 M. Sur la Figure III-1-b est représenté, le résultat après 90 
minutes de filtration d’une suspension de latex sur des canaux droits de 20 µm 
d’ouverture.   
La première chose à noter, est que pour ces deux suspensions pour lesquelles 
la taille des objets est inférieure à la taille d’ouverture des microcanaux, une partie 
des objets est capturée par l’interface poreuse. Par contre, de façon plus 
surprenante, on peut constater que le lieu de la capture est totalement différent. 
 a 




Figure III-1 : Observation directe de la filtration d’E. coli (a).et de particules de 
latex (b). 
 
En amont, les bactéries ne s’accumulent que très faiblement sur la partie supérieure 
de chaque zone de type quinconces. Ce comportement est à l’inverse de celui 
observé lors de la filtration de particules inertes à travers des microcanaux, avec un 
même rapport de tailles (2/10µm pour les bactéries et 5/20µm pour les particules 
de latex). Dans ces conditions (Figure III-1-b), les particules forment alors des 
dendrites qui se situent dans des zones de faibles vitesses (au niveau des points de 
stagnation hydrodynamique amont). Aucune particule n’est retenue dans les zones 
où l’écoulement est important (ou, pour être plus précis, si des particules sont 
capturées à ces emplacements l’importance de l’écoulement conduit à leur 
détachement immédiat). 
Par contre, en aval, nous notons un comportement des bactéries surprenant 
et totalement différent de celui observé avec des particules inertes. Les bactéries 
sont en effet capturées en aval des canaux. Elles forment des panaches qui se 
situent dans des zones où les écoulements sont importants (et non pas dans les 
zones mortes comme pour la capture de particules). 
 
Dans la suite de notre étude, nous allons appeler ces accumulations 
bactériennes : panaches (streamer en anglais) reprenant ainsi le terme utilisé pour 
b 
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des accumulations similaires de bactéries dans des écoulements (Stoodley, 1998). Il 
est intéressant de constater que ces panaches se forment alors que les canaux sont 
plus grands (ici 10 µm) que la taille d’une bactérie (1 µm x 2 µm) et que leur taille 
peut être très importante : sur la Figure III-1-a la longueur maximale est aux 
alentours de 500 µm. Au-delà de cette taille, les panaches se détachent et sont 
éliminés dans le flux. 
 
III.1.2. Mobilité des panaches dans l’écoulement 
La visualisation des films nous indique une oscillation des panaches dans le flux, ils 
ne sont pas figés comme les dendrites obtenues avec les particules. La Figure III-2 
est une illustration du mouvement d’un panache au cours du temps. La Figure 
III-2-a correspond au temps t = 70 min ; sur cette figure le panache de référence 
est entouré de bleu, il est reporté sur les images Figure III-2-b-c-d. Les Figure 
III-2-b-c-d sont prises respectivement à t = 80 min, 90 min et 100 min.  
 
Figure III-2 : Visualisation de l’oscillation d’un panache au cours du temps. (a : t = 
70 min ; b : t = 80 min ; c : = 90 min et d : t = 100 min). 
 
a b c d 
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Il est notable que la position du panache évolue au cours du temps. Il se déplace 
dans le microsystème en suivant les modifications locales de l’écoulement. Sur cette 
illustration l’amplitude latérale maximale est de 180µm. 
 
III.1.3. Observation au microscope confocal 
Afin de comprendre de quoi sont constitués les panaches en sortie de micro-canaux 
nous avons effectué des manipulations de filtration sous microscopie confocale. 
Pour cela, les bactéries ont été marquées par du Syto 9 et certains 
exopolysaccharides (EPS) avec de la Concanavaline A (voir section II.3.1.2). Sur la 
Figure III-3 on retrouve les images obtenues en optique (Figure III-3-a), le 
résultat observé avec les bactéries marquées au Syto 9 (Figure III-3-b) et les 
images acquises lorsque les EPS sont marqués avec de la Concanavaline A (Figure 
III-3-c) pour une épaisseur donnée. La microscopie confocale permet d’obtenir des 
images sur toute l’épaisseur du microsystème. 
 
Figure III-3 : Visualisation confocale de panaches à une épaisseur donnée ; a : 
Image optique ; b : Image où les bactéries  sont marquée au Syto 9 ; c : Image où les 
EPS sont marqués à la Concanavaline A. Le flux va du haut vers le bas  
 
A partir des images obtenues avec la microscopie confocale une reconstruction en 
3D est possible. Un panache est préalablement choisi, il est indiqué sur la Figure 
III-3 par un cadre. Sur les Figure III-3-b et III-3-c, sont surimposés les signaux 
dus aux deux marqueurs, en vert le Syto 9 et en rouge  la Concanavaline A, et la 
a b c 
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photo du panache. Le logiciel Amira nous a permis de réaliser une reconstruction 
en trois dimensions d’un panache, Figure III-4.  
 
Figure III-4 : a: Visualisation confocale d’un panache dans le plan xy ; le flux va 
du haut vers le bas - b et c: Reconstruction en trois dimensions du panache à partir 
de la microscopie confocale dans le plan xy (b) et dans le plan xz (c). En rouge et 
en vert on retrouve, respectivement, la présence d’EPS et de bactéries. 
 
D’une part nous pouvons noter que les panaches incluent des différentes 
d’Escherichia coli et des EPS. D’autre part il est intéressant d’observer la position du 
panache dans le microsystème. Sur la Figure III-4-c, dans le plan xz, c'est-à-dire 
dans l’épaisseur du microsystème, le panache est au centre de la veine liquide, non 
lié aux surfaces supérieure et inférieure du système. Cette structure spatiale explique 
pourquoi le panache est libre et oscille dans l’écoulement comme montré dans la 
section précédente.  
 
III.1.4. Dynamique de formation  
Les panaches se forment progressivement durant les deux heures de filtration. Pour 
quantifier cette dynamique de formation, l’évolution de la longueur moyenne des 
a b c 
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panaches (le calcul de ce paramètre à partir de l’analyse d’images est présenté dans 
la section II.4) est tracée en fonction du temps sur la Figure III-5 pour la filtration 
tangentielle dans des canaux droits (miniatures du film en Annexe IV). Les 
bactéries commencent par adhérer aux  parois au niveau des microcanaux. Après 40 
minutes il y a apparition de petits filaments en aval des microcanaux. Ces filaments 
se rejoignent progressivement (après approximativement 1 heure) pour former le 
panache à proprement parler. On peut alors constater que les panaches se 
comportent comme des « filets de pêche ». Ils grossissent en capturant les bactéries 
qui traversent libres le microsystème. Après 90 minutes le « filet de pêche » s’étend 
de plus en plus rapidement et son aire est de plus en plus importante. Lorsque les 
panaches atteignent une taille limite moyenne, dans le cas observé 90 µm, ils ont 
tendance à se décrocher ce qui se traduit par des variations brutales de la longueur 
moyenne des panaches. Dans cette expérience, le développement des panaches 
atteint une limite ; un palier  est observé sur la Figure III-5 à partir de 100 
minutes.  
 






Figure III-5 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps lors de la filtration d’E. coli pour la configuration TD10. Un zoom de la 
formation d’un panache est présenté pour 40, 60, 90 et 120 minutes de filtration. 
 
III.1.5. Analyse de la formation des panaches bactériens 
Les observations précédentes permettent de mettre en évidence la formation de 
panaches bactériens en aval de microcanaux de filtration. Comme cela a été 
présenté, cette formation de panaches est  spécifique aux bactéries puisque des 
filtrations de particules avec le même rapport de taille (objets/canaux) conduisent  
à des accumulations uniquement en amont des microcanaux (Figure III-1-b). La 
formation d’un panache se réalise en trois étapes qui sont schématisées sur la 
Figure III-6.  




Figure III-6 : Etapes de la formation de panaches dans les plans xz et xy. a : Petits 
filaments en aval des canaux ; b : Jonction des filaments ; c : Le panache est formé 
et capture les bactéries tel un filet de pêche. 
 
La première étape est l’apparition de petits filaments en aval des microcanaux 
(Figure III-6-a) ; ces filaments convergent vers le centre du canal dans le plan xz et 
divergent en sortie dans le plan xy. Ensuite il y a jonction des petits filaments, 




Figure III-7 : Vue en 3D de la jonction des petits filaments (en pointillés) 
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Une fois les filaments rejoints, le panache est formé. Ensuite, le panache va grossir 
en agissant comme un filet de pêche (Figure III-6-c), permettant la capture des 
bactéries libres dans le flux. Dans le plan xz le panache se retrouve au centre du 
canal ce qui lui permet d’être mobile et d’osciller dans l’écoulement.  
  
III.2. Etude de l’influence de l’hydrodynamique sur la formation des 
panaches  
Dans cette partie, va être étudiée l’influence de différentes conditions 
hydrodynamiques sur la formation des panaches ainsi que sur l’efficacité de capture. 
Dans un premier temps va être traitée l’influence du diamètre d’ouverture des 
canaux, puis l’influence de la tortuosité et de la connectivité, ainsi que le type de 
filtration (filtrations frontale et tangentielle) et enfin l’influence du débit. 
Dans un premier temps, nous nous sommes intéressés aux conditions pour 
lesquelles il y avait présence de panaches en aval des canaux. Le Tableau III-1 
récapitule les résultats obtenus. Dans ce manuscrit toutes les expériences réalisées 
ne sont pas présentées. Nous nous sommes focalisés sur les conditions permettant 
d’obtenir des panaches en aval  des microcanaux. Ceci est le cas pour toutes les 
géométries (droits, plots, quinconces) avec des diamètres d’ouvertures de canaux de 
5 et 10 µm. Seules les expériences effectuées avec des canaux de 20 µm d’ouverture 
de type droits et plots ne présentent pas de panaches. Néanmoins la taille 20 µm 
n’est pas discriminatoire car des panaches se forment pour les géométries de type 
quinconces. Les sections suivantes se concentrent sur les expériences les plus 
significatives qui apparaissent en gris foncé sur le Tableau III-1. L’ensemble de ces 
expériences sous forme de planches d’images permettant d’avoir un aperçu de la 
cinétique de formation est présenté en Annexe II, Annexe III, Annexe IV, Annexe 
V. 
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 5 µm 10 µm 20 µm 
Canaux droits × × o 
Canaux type plots × × o 
Canaux en quinconces × × × 
Tableau III-1 : Récapitulatif des manipulations effectuées pour différentes 
architectures (lignes) et tailles de canaux (colonnes). x : Présence significative de 
panaches ; o : Absence de panaches. Les expériences correspondant aux cases 
grisées sont présentées dans la suite du manuscrit. 
 
Les microcanaux les plus utilisés dans cette étude sont ceux avec une ouverture de 
canal de 10 µm pour des raisons techniques. Les canaux de 5 micromètres sont 
techniquement plus difficiles à réaliser : un nombre important de canaux sont  non 
collés avec la surface supérieure ou au contraire les plots se collent entre eux 
conduisant à des systèmes non exploitables.  
Les résultats sont présentés à l’aide de  graphiques présentant la longueur 
moyenne des panaches en fonction du temps. Pour chaque courbe, une partie des 
images correspondant au t = 120 min est introduite sur le graphique. Cette partie 
correspond à la zone indiquée par le cadre orange sur la Figure III-8. 




Figure III-8 : Observation du développement de panaches bactériens pour quatre 
conditions hydrodynamiques différentes après deux heures de filtration. a : Mode 
frontal et canaux droits ; b : Mode frontal et canaux en quinconces ; c : Mode 
tangentiel avec canaux droits ; d : Mode tangentiel avec canaux en quinconces. 
(Barre d’échelle : 200 µm). Taille canaux : 10 µm. 
 
L’évolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du temps donne une 
information sur la cinétique de la formation des panaches ainsi que sur l’importance 
de ce phénomène pour chaque facteur étudié. Ces résultats sont complétés par le 
tracé de l’efficacité de capture toujours en fonction du temps. 
 
III.2.1. Influence du diamètre d’ouverture des microcanaux  
Etant donné la taille des bactéries Escherichia coli (1 µm x 2 µm) par rapport à 
l’ouverture des canaux dimensionnés (de 5 µm à 20 µm), l’influence de la taille des 
canaux sur la formation des panaches est une question importante car il est 
a b 
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intéressant de travailler avec des rapports de tailles différents. Partant du constat 
que des canaux de taille 20 fois plus importante que celle d’une bactérie entrainent 
une formation de panaches. Nous avons filtré pendant deux heures des Escherichia 
coli en filtration frontale à travers des canaux type plots de différentes tailles 
d’ouverture. Les premiers résultats (Figure III-9) montrent que plus la taille des 
canaux est faible (c'est-à-dire quand la taille des canaux se rapproche de celle des 
bactéries), plus la longueur moyenne des panaches dans le microsystème est 
importante.  
 
Figure III-9 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour une filtration frontale avec des canaux connectés pour différentes 
ouvertures de canaux. (×: 5µm;  ∆: 10µm; □: 20µm). (Barre d’échelle : 170 µm) 
 
Pour l’ensemble de ces canaux, il faut noter qu’il y a peu ou pas de capture des 
bactéries en amont des micocanaux. Même pour les canaux de 5 micromètres, les 
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bactéries sont transférées sans s’accumuler à l’entrée des canaux (sauf aux interfaces 
intermédiaires).  
  
La Figure III-10 présente l’évolution de l’efficacité de capture dans les 
mêmes conditions. Il faut 20 minutes avec la configuration en canaux de 5 µm 
contre 90 minutes pour la configuration à 20 µm pour arriver à l’efficacité 
maximale de l’ordre de 1 pour cent. On retrouve ces valeurs sur la Figure III-9 
avec le début de l’augmentation de la longueur moyenne des panaches. On peut 
penser que des microcanaux de taille plus petite favorisent la jonction des filaments 
ce qui permet une formation plus rapide des panaches.   
 
 
Figure III-10 : Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour une 
filtration frontale avec des canaux type « connectés » pour différentes ouvertures de 
canaux. (×: 5µm;  ∆: 10µm; □: 20µm). 
 
Ainsi, la Figure III-9 et la Figure III-10 donnent une information sur la cinétique 
de formation des panaches. Plus les canaux sont petits, plus les panaches se 
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forment rapidement et se comportent  comme un « filet de pêche », conduisant à 
une rapide augmentation de l’efficacité de capture du système. 
 
III.2.2. Influence de la tortuosité  
Durant nos expérimentations nous nous sommes intéressés à l’influence de la 
tortuosité et de la connectivité des microcanaux. Pour cela, nous avons filtré des E. 
coli à travers des microcanaux type droits, type plots, qui sont connectés entre eux 
et en quinconces qui sont tortueux. La Figure III-11 représente l’évolution de la 
longueur moyenne des panaches au cours du temps pour ces trois configurations. 
La longueur moyenne finale est sensiblement la même pour les canaux de 10 µm 
d’ouverture type droits et type plots, ainsi la connexion entre les canaux n’a pas 
d’influence notable sur la formation des panaches. Par contre, l’accumulation 
bactérienne est deux fois et demie plus importante lors de la filtration à travers les 
canaux type quinconces.  




Figure III-11 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour une filtration frontale avec des canaux de 10 µm d’ouverture pour 
différentes géométries de canaux. (×: Type « quinconces »;  ∆: Type « plots »; +: 
Type « droits »). (Barre d’échelle : 200 µm) 
  
Comme pour la longueur moyenne des panaches, l’efficacité de capture est très 
influencée par la tortuosité (Figure III-12). Les canaux type quinconces ont une 
valeur d’efficacité 5 fois plus grande que pour les canaux type droits et plots.  




Figure III-12 : Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour une 
filtration frontale avec des canaux de 10 µm d’ouverture pour différents types de 
géométrie de canaux. (×: Type « quinconces »;  ∆: Type « plots »; +: Type 
« droits »). 
 
La connectivité entre les canaux (dans les conditions d’essai : filtration frontale, 
canaux droits) a donc un rôle mineur dans l’efficacité de capture en comparaison de 
l’effet lié à l’augmentation de la tortuosité des canaux type quinconces. Le fait que 
les canaux soient connectés entraine pourtant la présence de zones « mortes » avec 
des écoulements à faibles vitesses. Ces zones n’ont pas d’influence sur la capture 
bactérienne et sur le développement des panaches. La géométrie quinconces donne 
naissance à de nombreux changements de directions au voisinage des coins. Ces 
changements ont tendance à améliorer et favoriser la formation de panaches. Ces 
résultats peuvent être liés aux travaux effectués par Rusconi & al (2010) qui 
établissent un lien entre la formation de panaches de Pseudomonas aeruginosa et la 
présence d’écoulements secondaires au niveau des coins dans des systèmes 
confinés. Cette approche  sera discutée dans le Chapitre IV.  
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 Au vu des résultats obtenus, la suite de l’étude ne prendra plus en compte les 
canaux type plots, mais uniquement les canaux type droits qui ont sensiblement le 
même comportement. 
 
III.2.3. Influence du type d’alimentation  
Il existe deux modes de filtration qui se différencient par la localisation de 
l’alimentation conditionnant l’écoulement au dessus de la surface poreuse. La 
filtration frontale possède une alimentation perpendiculaire à la surface poreuse 
(l’écoulement est dans l’axe des microcanaux) et la filtration tangentielle utilise une 
alimentation parallèle à la surface poreuse (l’écoulement principal est 
perpendiculaire à l’axe des microcanaux). Afin de déterminer l’importance de ce 
paramètre, quatre expériences ont été réalisées : deux en filtration frontale (canaux 
type droits et type quinconces) et deux en filtration tangentielle (canaux type droits 
et type quinconces), toutes pour des diamètres de canaux de 10 µm. Elles seront 
notées respectivement FD10, FQ10, TD10 et TQ10. 
 Sur la Figure III-13, le premier point à noter est que pour une filtration avec 
des canaux droits (les courbes + verte et ◊ bleue), le type d’alimentation influe sur 
l’augmentation de la longueur moyenne des panaches ; celle-ci passe de 40 µm pour 
la filtration frontale à 90 µm pour la filtration tangentielle. L’influence du mode de 
filtration paraît par contre secondaire avec les configurations comportant les 
canaux type quinconces. En effet les deux courbes (□ rouge et × orange) ont la 
même allure ainsi que la même valeur finale après deux heures de filtration. 
 La filtration tangentielle amène aux canaux type droits un changement de 
direction du flux au niveau des coins qui entraine une amélioration de la capture et 
du développement des panaches. Par contre ces changements de direction sont déjà 
très importants lors de l’utilisation des canaux type quinconces, ce qui peut 
expliquer qu’on ne retrouve pas l’influence de l’alimentation sur cette géométrie. 
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Figure III-13 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour différentes conditions de flux. (◊ : Mode tangentiel avec des canaux 
type droits ;  □: Mode tangentiel avec des canaux type quinconces ;  +: Mode 
frontal avec des canaux type droits ; ×: Mode frontal avec des canaux type 
quinconces). (Barre d’échelle : 200 : µm) 
 
Sur les canaux type quinconces on retrouve le fait que le mode d’alimentation  a un 
faible impact sur la valeur limite de l’efficacité de capture identique pour les deux 
types d’alimentations, η = 1,5.10-2 (Figure III-14). Par contre elle influe la 
cinétique de développement. La valeur maximale de l’efficacité de capture est 
atteinte en 10 minutes pour la configuration TQ10 et en 25 minutes pour la 
configuration FQ10.  
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 Il est intéressant de noter que l’on retrouve les résultats obtenus dans le 
paragraphe concernant la tortuosité. L’utilisation des canaux type quinconces, qui 
ont une grande tortuosité, favorise la formation de panaches, cela indépendamment 
du mode d’alimentation.  
 
Figure III-14 : Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour 
différentes conditions de flux. (◊ : Mode tangentiel avec des canaux type droits ;  □: 
Mode tangentiel avec des canaux type quinconces ;  +: Mode frontal avec des 
canaux type droits ; ×: Mode frontal avec des canaux type quinconces). 
 
III.2.4. Influence du débit d’alimentation  
Dans ce paragraphe sera traitée l’influence du débit sur la formation et le 
développement des panaches. Des expériences ont été réalisées pour la 
configuration FQ10 avec trois débits différents : 1,41 mL/h, 7,05 mL/h, 14,1 
mL/h. Ces débits correspondent respectivement à une vitesse moyenne dans un 
canal (et un nombre de Reynolds) de 4,61.10-3 m/s (Re = 0,45), 2,30.10-2 m/s (Re = 
2,24) et 4,61.10-2 m/s (Re = 4,48). Cela correspond à l’ordre de grandeur du flux de 
perméation d’une membrane de microfiltration. 
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 La Figure III-15 présente l’évolution de la longueur moyenne des panaches 
en fonction du temps pour ces 3 conditions. On peut noter que la formation des 
panaches est très importante lors de l’utilisation de forts débits. L’augmentation du 
débit ne permet pas d’éviter la formation de panaches, au contraire. Il est 
intéressant également de voir que l’accumulation bactérienne pour les débits 7,05 
mL/h et 14,1 mL/h est sensiblement la même, autant au niveau de la cinétique 
qu’au niveau de la longueur moyenne maximale des panaches. 
 
Figure III-15 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour une filtration frontale avec des canaux type quinconces à différents 
débits. (×: 1,41 mL/h;  ∆: 7,05 mL/h; □: 14,1 mL/h). (Barre d’échelle : 200 µm) 
 
Quand on analyse les effets du débit sur l’efficacité de capture (Figure III-16) on 
s’aperçoit que plus le débit est important, plus l’efficacité de capture du système est 
faible. Pour comprendre pourquoi l’efficacité de capture varie différemment de la 
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longueur moyenne des panaches, il est nécessaire d’avoir en tête le fait que la 
longueur moyenne est directement proportionnelle à l’aire des bactéries accumulées 
(équation II-4) et que l’efficacité de capture est inversement proportionnelle au 
débit (équation II-7). Donc quand le débit augmente, la quantité de bactéries 
amenée à l’interface augmente, la longueur moyenne aussi mais pas dans la même 
proportion et donc  l’efficacité de capture diminue. La Figure III-16 nous indique 
également que la cinétique de développement est plus rapide pour les forts débits 
que pour le faible.  Ceci peut  à nouveau être expliqué par le fait que la quantité de 
bactéries apportée est plus grande lors de l’utilisation de débits importants. 
 
Figure III-16 : Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour une 
filtration frontale avec des canaux type quinconces à différent débits. (×: 1,41 
mL/h;  ∆: 7,05 mL/h; □: 14,1 mL/h). 
 
III.3. Conclusion générale  
Dans ce chapitre a est effectuée une étude approfondie du transfert d’Echerichia coli 
dans des conditions non nutritives à travers des microcanaux de tailles supérieures à 
celle d’une bactérie et plusieurs points sont soulevés : 
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• Il n’y a pas de multiplication bactérienne.  
• Les EPS jouent un rôle clé sur la formation de panaches. Ils sont déjà 
présents en suspension. Une réorganisation des chaines polymériques est 
possible dès l’instant où les bactéries adhérent au support. 
Dans une première partie une étude dynamique a été réalisée, elle a permis de 
mettre en lumière le mode original d’accumulation bactérienne, qui s’effectue 
essentiellement en aval de la zone de filtration.  
En regard des résultats obtenus en fonction des différents paramètres plusieurs 
points sont à relever : 
• Durant la filtration, E. coli commence par former des petits filaments qui 
se rejoignent progressivement pour former un panache qui va se 
développer en se comportant comme un « filet de pêche » capturant les 
bactéries libres. 
• Les panaches vont se situer dans des zones d’écoulements importants. La 
présence de zones « mortes » ne paraît pas prépondérante dans  la 
formation de panaches. Par opposition, la présence de tortuosités va 
exacerber leur formation. 
• La reconstruction en trois dimensions d’un panache a permis de montrer 
qu’il se situait au milieu de l’épaisseur du canal, lui permettant d’osciller 
dans le flux. 
• Dans tous les cas, à partir d’une taille maximale définie par la 
configuration des microcanaux et le type de filtration, les panaches se 
détachent et relarguent l’ensemble des bactéries en aval. 
Le Tableau III-2 récapitule l’effet des différents paramètres étudiés sur la longueur 
des panaches, la cinétique de formation, ainsi que sur l’efficacité de capture.  
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 lmoy Cinétique η 
↑ Diamètre - - - 
↑ Tortuosité + + + 
Frontal→Tangentiel + + + 
↑ Débit + + - 
Tableau III-2 : Récapitulatif de l’influence des différents facteurs obtenue 
expérimentalement. 
 
Il est important de se rappeler que bien que la taille des bactéries soit largement 
inferieure à la taille des microcanaux utilisés, nous observons tout de même la 
présence d’accumulation en sortie. Nous constatons que les efficacités de capture 
sont de l’ordre de 0,0001, ce qui correspond à une bactérie capturée pour 1000 
bactéries transportées par l’écoulement. 
 
Dans la littérature des relations entre la formation de panaches dans des 
systèmes confinés et des effets hydrodynamiques tel que la présence d’écoulements 
secondaires ont été établies (Rusconi, 2010, 2011). Les principales études menées 
jusqu’à présent ont mis en évidence le développement de streamers dans des 
canaux de taille relativement importante  (section de 200x200 micromètres) dans 
des conditions cherchant à favoriser la formation de biofilm (suspension de 
Pseudomonas aeruginosa dans un milieu de culture). Dans ces conditions, les panaches 
bactériens se développent au bout d’un temps de l’ordre de 10 heures. Nos 
expériences se déroulent dans des conditions moins propices au développement de 
biofilm (bactéries en conditions non nutritives) et nous obtenons néanmoins des 
formations de panaches en 1 à 2 heures. Nous pouvons imputer cette différence à 
la différence de taille de canaux : les microcanaux que nous utilisons ayant une 
section de 5x50 um à 20x50 microns. Les études présentées dans ce mémoire sont 
donc réalisées pour des rapports de taille canaux par rapport à la bactérie de 5 à 20 
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alors que le rapport de taille est de l’ordre de 100 pour les travaux menées dans 
l’équipe de H. Stone. 
 
Dans le chapitre suivant nous avons simulé les écoulements dans des 
géométries identiques à celles réalisées pour la partie expérimentales. Les résultats 
obtenus sont confrontés à la formation de panaches en aval des microcanaux afin 
d’établir des liens avec l’hydrodynamique des systèmes utilisés.  
  
 














Chapitre IV. Analyse numérique de l’impact 








Chapitre IV. Analyse numérique de l’impact de l’hydrodynamique 
sur la formation des panaches bactériens 
Dans le chapitre précédent nous avons, en premier lieu, décrit le comportement 
bactérien à une interface poreuse, grâce à l’observation directe par microscopie. Il a 
été mis en évidence  que les bactéries s’accumulent en sortie de canal sous forme de 
panache et que les caractéristiques de l’écoulement impactent cette  accumulation. 
Ce chapitre a pour but de confronter les résultats obtenus lors des expériences 
effectuées dans le chapitre précédant à des simulations numériques des 
écoulements afin de pouvoir dégager de liens possibles entre l’hydrodynamique et 
le développement des panaches.   
 
IV.1. Les écoulements secondaires en géométrie confinée 
Dans la littérature scientifique, une équipe a publié des travaux (Rusconi, 2010 et 
2011) qui relient la formation de filaments de Pseudomonas aeruginosa dans un canal 
microfluidique en PDMS comportant des changements de directions à la présence 
d’un écoulement secondaire au niveau des coins de ce canal. Ces chercheurs  ont 
observé que ces filaments se trouvent au centre de l’épaisseur du canal, de la même 
manière que les panaches bactériens observés lors des expériences que nous avons 
réalisées (cf section III.1.3). La formation de ces filaments débute toujours au 
niveau d’un coin et plus précisément sur la zone aval, comme indiqué sur la Figure 
IV-1 (cette figure a déjà été présentée dans le Chapitre I). 
 










Figure IV-1 : Comparaison entre la simulation numérique des flux secondaires (a) 
et le résultat expérimental de la formation de panaches (b) (Rusconi, 2010). (Barre 
d’échelle : 50 µm). 
 
Balsa (1998) a mis en évidence la présence d’un écoulement secondaire dans la 
cellule d’Hele-Shaw qui est un système confiné composé de deux parois 
horizontales avec un obstacle cylindrique vertical entre les deux parois. Pour un 
écoulement laminaire entre deux parois, l’écoulement est dans la direction du plan 
des parois. Or, Balsa (1998) a montré que la présence d’un obstacle génère un 
écoulement perpendiculaire aux parois. La Figure IV-2 (Guglielmini, 2010) 
présente ce type d’écoulements secondaires générés par un angle lors de la 
circulation (la vitesse moyenne est de 0,75 µL/min) d’un fluide dans un microcanal 
(largeur : 200 µm ; épaisseur : 100 µm). L’écoulement secondaire est caractérisé par 
un « tourbillon » unique qui peut avoir une hélicité positive ou négative d’un côté et 
de l’autre d’un angle et au niveau supérieur ou inferieur des parois. On peut noter 
qu’en amont de l’angle, l’écoulement secondaire est dirigé vers les parois (dans la 
direction z positive et négative pour l’écoulement vers la paroi supérieure et 
inférieure respectivement) alors que l’écoulement secondaire est dirigé vers le 
centre de l’écoulement en aval de l’angle.  Les résultats numériques montrent que 
les vitesses de ces écoulements secondaires (selon z) représentent de l’ordre de 5 % 
de la vitesse moyenne de l’écoulement principal. 




Ces écoulements ne sont pas apparentés aux vortex de Dean qui sont liés à 
l’inertie du fluide. Balsa (1998) a établi au contraire que les écoulements secondaires 
sont entièrement contrôlés par diffusion visqueuse. Ils sont engendrés par le 
changement de courbure des frontières du système, que cela soit par la présence 
d’un obstacle ou simplement par un changement de direction du flux dû à un angle. 
Il est par contre nécessaire, pour que l’écoulement secondaire se forme, d’avoir une 
autre paroi dans la troisième dimension sur le chemin du flux. 
 
Figure IV-2 : Représentation des écoulements secondaires au niveau d’un angle 
(D’après Guglielmini, 2010). La direction de l’écoulement est indiquée par la ligne 
de courant. 
 
Guglielimini & al (2010) se sont intéressés à ce type d’écoulements secondaires 
dans des microsystèmes. Ils ont étudié différents paramètres pouvant influencer la 
forme et l’intensité de ce type de flux. Dans leurs recherches ils ont fait varier le 
rayon de courbure d’un coin arrondi ainsi que le rapport (ε) entre l’épaisseur (h) et 
la demi largueur (ω/2) du microcanal. Ils ont conclu que la dimension 
prépondérante est l’épaisseur, lorsque ε ≤ 2. Mais quand l’épaisseur devient plus 
grande que la largeur alors c’est cette dernière qui devient déterminante pour le flux 
secondaire. Au vu de ce résultat Rusconi & al (2011) ont montré qu’il y avait une 
corrélation entre le rayon de courbure et la vitesse en z maximale. Plus le rayon de 
courbure est elevé plus la vitesse maximale en z est importante. En parallèle ils ont 




étudié l’influence du rayon de courbure sur la formation de panaches de 
Pseudomonas aeruginosa (souche PA14). Ils ont montré qu’il fallait que le rayon de 
courbure soit > 30° pour qu’il y ait formation de panaches, ce qui correspond à une 
vitesse maximale en z >1% de la vitesse moyenne dans le microcanal.  
D’autre part dans leur étude, Rusconi & al (2010) ont montré que ce sont les 
secrétions d’EPS (sans bactéries) qui initient le développement des streamers dans 
leur microsystème. En effet au niveau de la sortie des coins, la présence de petits 
filaments d’EPS et de cellules individuelles qui oscillent dans le flux est détectée. 
Ces filaments forment au cours du temps un seul et gros streamer. Pour confirmer 
le rôle des EPS dans la formation de streamers, des bactéries mutantes ont été 
utilisées : une souche sans pili de type IV, une non mobile, une avec une synthèse 
de flagelle défectueuse et un mutant qui ne secrète pas de PEL (qui est le 
composant principal des EPS de la souche de référence dans leur cas ; Pseudomonas 
aeruginosa PA14). Les bactéries mutantes non mobiles, sans pili de type IV ou avec 
un flagelle défectueux forment des streamers (ayant une architecture différente de 
la souche de référence). Par contre les bactéries ne secrétant pas d’EPS n’en 
forment pas. Rusconi & al (2010) ont conclu que les pili de type IV, les flagelles ou 
la mobilité bactérienne jouent un rôle dans la structure et la forme des streamers 
mais que les EPS sont indispensables à leur apparition et à leur développement. 
Dans la suite de ce chapitre nous nous sommes intéressés à la présence 
d’écoulements secondaires dans nos microsystèmes, à leur description ainsi qu’à 
l’influence des paramètres expérimentaux sur ces écoulements secondaires. 
 
IV.2. Simulation numérique des écoulements dans les microséparateurs 
A la vue des résultats mentionnés dans les études de Rusconi & al (2010, 2011), 
nous avons choisi d’étudier l’influence possible des écoulements secondaires sur la 
formation des panaches. Dans un premier temps, les écoulements dans les 




microséparateurs ont été simulés numériquement pour les différentes géométries de 
microcanaux utilisés expérimentalement. Les conditions de flux et les dimensions 
utilisées sont celles des expérimentations. 
 
IV.2.1. Mise en évidence des écoulements secondaires 
Dans cette partie pour mettre en évidence des écoulements secondaires dans 
l’épaisseur, la géométrie FD10 (filtration frontale, canaux type droit, de 10 µm 
d’ouverture) sera prise pour exemple. Dans la direction x, la longueur de l’entrée et 
de sortie du microcanal est de 50 µm. Le microcanal mesure 200 µm de long. Dans 
le plan y, le microcanal est de 10 µm. La largeur d’entrée et de sortie est de 60 µm. 
Dans le plan z, l’épaisseur est de 50 µm. Sur la Figure IV-3, le point (0 ; 0 ; 0) se 
situe au niveau de l’étoile. C'est-à-dire au milieu de l’entrée du microcanal, au centre 
de l’épaisseur. Une ligne de coupe est représentée, sur la Figure IV-3, par une 
droite rouge. Les coordonnées xy (-4,85; 0) ont été choisies parce qu’elles 
correspondent à la localisation en x du maximum de l’intensité de la vitesse uz dans 
cette géométrie (Figure IV-6). Dans la suite de ce chapitre d’autres géométries 
seront étudiées.  
 





Figure IV-3 : Côtes de la géométrie FD10 avec une ligne de coupe de 
coordonnées xy (-4,85; 0) sur l’épaisseur z. 
 
L’écoulement du champ de vitesse à travers un microcanal est représenté sur la 
Figure IV-4. 
 













Dans l’ensemble de nos microsystèmes l’écoulement est laminaire. En effet la 
vitesse moyenne à l’entrée est de 4,61.10-3 m/s, la valeur du nombre de Reynolds 
est de 0,45 et la vitesse maximale dans le microcanal, de 10 µm d’ouverture et 50 
µm d’épaisseur, est de 0,027 m/s. Son nombre de Reynolds est de 0,45. Les 
simulations décrivent l’augmentation de la vitesse lors de l’arrivée du fluide dans le 
microcanal. 
La Figure IV-5 donne le profil de vitesse, ux, moy, dans le plan yz en fonction 
de z. (Position donnée par la ligne de coupe sur la Figure IV-7). 
 
Figure IV-5 : Profil de vitesse (ux, moy) dans le plan z. 
 
L’existence d’écoulements secondaires est caractérisée par la présence d’un 
écoulement perpendiculaire à l’écoulement principal  (Balsa, 1998). Sur la Figure 
IV-6 sont représentées deux coupes de vitesse dans la direction z (l’épaisseur des 
microsystèmes) pour la géométrie FD10. Le vert indique les zones de vitesse nulle 
dans la direction z. Les zones bleues représentent les vitesses dans la direction z qui 
sont négatives, inversement les zones rouges représentent les vitesses positives. Des 
flèches indiquent la direction des vitesses correspondantes. Il est intéressant de 




noter que ces différentes zones sont situées au niveau de l’entrée des microcanaux 
ainsi qu’à leur sortie : avec un écoulement secondaire dirigé vers les parois en 
amont de la restriction de section et vers le centre de l’écoulement en aval. Ce 
résultat confirme la présence d’écoulements secondaires à l’entrée d’un pore de 
façon similaire aux écoulements secondaires mis en évidence autour d’un obstacle 
(Balsa, 1998) et au niveau d’un angle pour l’écoulement dans un canal (Rusconi, 
2010). Cet écoulement secondaire est dans notre cas également lié au changement 
de courbure important de l’écoulement dans la restriction. 
 
Figure IV-6 : Vitesses dans la direction z dans un microcanal droit de 10 µm 
d’ouverture. 
 




Afin de mieux quantifier ces  vitesses selon z (uz), lavitesse a été normalisée par la 
vitesse moyenne (ux, moy) qui est déterminée sur la Figure IV-5. La variation  uz/ ux, 
moy  a ensuite été tracée en fonction de la position dans l’épaisseur du microcanal.  
La Figure IV-7 présente l’évolution de la vitesse normalisée pour la position 
indiquée  en rouge sur la Figure IV-3 (à l’entrée du microcanal x = -4,85 µm et sur 
le plan de symétrie selon y = 0 m au cœur des zones d’écoulements secondaires).  
 
Figure IV-7 : Tracé de la vitesse en z sur la vitesse moyenne (uz/ ux, moy) en 
fonction de la position en z. 
 
Pour ces conditions expérimentales, la valeur de la vitesse en z correspond à 6 % de 
la vitesse moyenne dans le microsystème. Les maximums de vitesse sont observés 









IV.2.2. Conséquences des écoulements secondaires 
IV.2.2.1. Sur les lignes de courant 
Les écoulements secondaires vont notamment modifier les lignes de courants dans 
les microséparateurs ; lignes qui ne seront plus parfaitement parallèles aux parois 
dans les plans xy. La vitesse dans la direction z correspond à 6 % de la vitesse 
moyenne (Figure IV-7). Ce pourcentage peut paraitre faible mais il a un réel 
impact sur la position des lignes de courant. Dans la Figure IV-8 sont représentées 
les lignes de courant (lignes rouges) et la vitesse en z dans un microcanal (palette de 
couleurs). Dix lignes de courant ont été calculées pour deux positions initiales selon 
z et pour des y compris entre (-30 ; 30) : une série de lignes pour un z  au centre des 
zones d’écoulements secondaires (z = 1,25 µm) et une série  de lignes pour un z au 
centre du microcanal (z=0). 
 
Figure IV-8 : Lignes de courant pour deux positions, à z = 1,25 µm et à z = 0 m, 
et vitesses en z dans le plan xz.  
 
Lorsqu’il y a absence de vitesse en z (au plan median selon z), les lignes de courant 
ne sont pas déviées. Au contraire, lorsque les lignes de courant traversent les 
écoulements secondaires leur trajectoire n’est plus rectiligne et se dirige vers les 
parois dans les zones où les vitesses en z sont positives (en amont du microcanal) 
ou vers le centre de l’écoulement dans les zones où les vitesses en z sont négatives 
(en aval du microcanal).  
z = 0 
z = 1,25 




Dans la suite de ce paragraphe les lignes de courant sont tracées dans le plan 
yz. Les écoulements secondaires dans le plan xy sont symétriques par rapport au 
centre du canal (Figure IV-9). Donc seule la partie supérieure du canal sera prise 
en compte. 
 
Figure IV-9 : Vitesse en z dans le plan yz pour l’ensemble du microcanal. Le 
cadre représente la zone étudiée dans les Figure IV-10 ; Figure IV-14 ; Figure 
IV-17. 
 
Afin de déterminer l’influence des zones d’écoulements secondaires sur les lignes 
de courant, quatre séries sont tracées, à différentes positions sur l’épaisseur : z = 0  









Figure IV-10 : Vitesse en z dans le plan yz et tracé des lignes de courant en 
fonction de la position dans l’axe y pour le demi microcanal. 
 
Sur la Figure IV-10, au centre du canal, dans la zone où il n’y a pas de présence 
d’écoulement secondaire, les lignes de courant ne sont absolument pas déviées. Par 
contre dés qu’elles rencontrent l’écoulement secondaire, les lignes de courant n’ont 
plus une trajectoire rectiligne. Elles sont dirigées vers la paroi supérieure du 
microcanal. Plus ces lignes traversent la zone d’écoulement secondaire plus elles 
sont déviées. Ainsi les lignes de courant parties de la position z = 20 µm arrivent à 
2,50 µm de la paroi. 
Dans la mesure où les écoulements sont symétriques, à l’entrée du canal les 
lignes de courant vont être dirigées vers les parois et au niveau de la sortie du 
microcanal, les lignes de courant vont se retrouver au centre de la veine liquide. 
 
IV.2.2.2. Sur la contrainte de cisaillement 
Comme cela a été discuté dans la synthèse bibliographique (I.2.2.3), plusieurs 
études ont mis en évidence un lien entre l’adhésion de bactéries et la contrainte de 




cisaillement sans qu’une explication sûre n’ait pu être avancée. Pour Lecuyer & al 
(2011) l’augmentation de la contrainte de cisaillement conduit à une probabilité 
d’adhésion des bactéries plus faible mais, lorsque la bactérie est capturée, à un 
temps d’adhésion plus important (le temps de séjour mesuré de la bactérie 
augmente). 
C’est pour ces raisons que nous nous sommes demandés s’il y avait une 
influence de la présence d’écoulements secondaires dans la direction z sur la 
contrainte de cisaillement. La Figure IV-11 représente la variation de la contrainte 
de cisaillement sur la paroi supérieure en fonction de la position dans l’axe du 
microcanal. 
 
Figure IV-11 : Contrainte de cisaillement sur la paroi supérieure d’un microcanal 
en fonction de sa position sur l’axe x. 
 
Le maximum de la contrainte de cisaillement est relativement constant et de l’ordre 
de 14 Pa à l’intérieur du microcanal. D’après les simulations numériques, il n’y a 
donc  pas de variations significatives de la contrainte de cisaillement dans les zones 
de présence d’écoulements secondaires alors que l’on aurait pu penser que les zones 
d’écoulements secondaires à l’entrée du canal (dirigés vers le paroi) conduisent à 
une augmentation de la contrainte de cisaillement. Il est probable donc que 




l’écoulement secondaire dirigé vers la paroi s’accompagne d’une réduction de la 
vitesse d’écoulement ; ces deux effets combinés ne conduisant pas une variation de 
la contrainte de cisaillement.  
  
IV.2.3. Influence des paramètres des écoulements sur les écoulements 
secondaires 
La première partie du chapitre a mis en évidence la présence des écoulements 
secondaires dans un microcanal droit pour une vitesse d’écoulement (ux, moy). 
L’influence de ces écoulements secondaires a été étudiée sur les lignes de courant 
ainsi que sur l’évolution de la contrainte de cisaillement. Dans la suite de cette 
section, l’influence des paramètres des écoulements liés à la géométrie des 
canaux (diamètre d’ouverture, tortuosité, connectivité …) et au débit d’écoulement 
est  analysée. 
 
IV.2.3.1. Influence de la tortuosité  
Expérimentalement il a été montré que plus les canaux sont tortueux plus les 
panaches formés sont nombreux (section III.2.2). La cinétique de formation ainsi 
que l’efficacité de capture sont également plus élevées. Les canaux droits,de type 
plots ont sensiblement le même comportement. Le Tableau IV-1 récapitule ces 
résultats.  
 lmoy Cinétique η 
↑ Tortuosité + + + 
Tableau IV-1 : Récapitulatif de l’influence de la tortuosité des microcanaux 
obtenue expérimentalement. 
 




La Figure IV-12 regroupe les résultats des simulations numériques de la vitesse 
dans la direction z pour les trois types de microcanaux, dans le plan xy pour une 
même vitesse à l’entrée de 0,027 m/s correspondant à un Re de 0,45.  
                 
Figure IV-12 : Résultats numériques pour trois géométries de microcanaux à un 
débit de 1,41 mL/h dans le plan xy. a : Type droit ; b : Type plot ; c : Type 
quinconces. 
 
La première constatation est qu’il y a présence d’écoulements secondaires dans les 
trois cas. Par ailleurs, plus les canaux sont tortueux plus les zones de vitesse en z 
sont nombreuses. Par contre, les écoulements secondaires générés par la première 
restriction de passage à l’entrée du microcanal sont identiques pour les trois 
géométries. Les évolutions de la vitesse dans la direction z en fonction de la 
position sur l’axe z, sont superposées, Figure IV-13. 
a b c 
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Figure IV-13 : Variation de la vitesse de l’écoulement selon z en fonction de la 
position z (sur l’axe x=-4,85µm et y=0 à l’entrée du pore) pour les trois différentes 
géométries. 
 
Les bactéries subissent donc le même type d’écoulement à l’entrée des canaux de la 
même façon dans les trois cas. Ce n’est donc pas au niveau de l’entrée des 
microcanaux que les phénomènes hydrodynamiques sont discriminants sur la 
formation de panaches. 
Comme on l’a montré précédemment, les lignes de courant sont influencées 
par la présence d’écoulements secondaires. Afin de connaitre l’influence de la 
tortuosité sur la trajectoire des lignes de courant, elles ont été tracées pour les trois 
types de microcanaux sur la Figure IV-14. Pour simplifier la compréhension, et ne 
pas surcharger les graphiques, sur la Figure IV-14-a, les lignes de courant des 
canaux non tortueux (droits et plots) ont été tracées et sur la Figure IV-14-b, ce 
sont les lignes des canaux droits et des canaux de type quinconces qui l’ont été. 






Figure IV-14 : Comparaison de l’effet de la tortuosité sur les lignes de courant. a : 
Comparaison des canaux droits (couleurs foncées) et des canaux type plot (couleurs 
claires) ; b : Comparaison des canaux droits (couleurs foncées) et des canaux type 
quinconces (nuances de gris). 
 
La Figure IV-14-a indique clairement que les lignes de courant des canaux droits 
(couleurs foncées) et des canaux type plot (couleurs claires) ont la même variation à 
l’exception des lignes de courant situées à l’extérieur (y = -30 µm et y = 30 µm). On 











persiste sur toute la longueur du canal (conduisant aux lignes horizontales sur la 
Figure IV-8). Les simulations numériques mettent ainsi en évidence un rôle 
important pour toutes les géométries des écoulements secondaires sur les lignes de 
courant. En revanche, on ne note pas de différences importantes selon les 
géométries. La multiplication des écoulements secondaires dans l’écoulement en 
quinconces (Figure IV-10) ne conduit pas à une variation significative des lignes de 
courant. 
La Figure IV-15 représente l’évolution de la contrainte de cisaillement en 
fonction de sa position sur la paroi pour les trois géométries de microcanaux.  La 
valeur maximale de la contrainte de cisaillement est de 14 Pa pour les canaux droits 
et les canaux de type quinconces. Le maximum obtenu pour le canal de type plot 
est légèrement inferieur aux deux autres géométries. Il est de 13,5 Pa. 
 
Figure IV-15 : Influence de la tortuosité sur la contrainte de cisaillement en 
fonction de la position sur l’axe x. 
 
Quel que soit le type de géométrie, la contrainte de cisaillement n’est pas influencée 
par la présence des zones de vitesse dans la direction z.  
 




IV.2.3.2. Influence du débit 
L’autre point étudié expérimentalement est le débit d’alimentation. Dans le chapitre 
précédent nous avons montré que plus le débit est grand plus les panaches ont une 
longueur moyenne importante et plus l’efficacité de capture est faible (Tableau 
IV-2).   
 lmoy Cinétique η 
↑ Débit + + - 
Tableau IV-2 : Récapitulatif de l’influence du débit obtenue expérimentalement. 
Les débits imposés dans nos simulations sont identiques aux expériences.  
 
 Les résultats des simulations numériques des vitesses dans la direction z pour 
les trois débits (1,41 mL/h ; 7,05 mL/h et 14,1 mL/h) sont donnés dans la Figure 
IV-16. 
       
Figure IV-16 : Résultats numériques pour la géométrie FQ10 à trois débits 
différents, dans le plan xy. a : 1,41 mL/h ; b : 7,05 mL/h ; c : 14,1 mL/h. 
 
a b c 
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L’augmentation de débit ne fait pas varier le nombre d’écoulements secondaires.  
Les zones d’écoulements secondaires sont toujours présentes et certaines d’entres 
elles semblent fusionner (Figure IV-16-c). Les profils de vitesse en z à l’entrée des 
microcanaux ont été tracés pour les trois débits, Figure IV-17-a. De la même 
manière, la contrainte de cisaillement a été tracée en fonction de sa position sur 
l’axe x, Figure IV-17-b. Sur cette figure est rajoutée, en hachuré, la position du 
quinconce ainsi que l’entrée et la sortie du microcanal (lignes noires). 
 
 






Figure IV-17 : Influence du débit sur la vitesse en z (a) et la contrainte de 
cisaillement (b) pour la géométrie FQ10. (rouge : 14,1 mL/h ; orange : 7,05 mL ; 
jaune : 1,41 mL/h) 
 
Le maximum de la vitesse dans la direction z et le maximum de la contrainte de 
cisaillement sont tous deux proportionnels au débit. Les valeurs obtenues pour le 
débit de 1,41 mL/h, sont multipliées par environ 5 et 10  respectivement pour les 
débits 5 et 10 fois plus grands. Ces valeurs sont reportées dans le Tableau IV-3. 
a 
b 




Débit (mL/h) 1,41 7,05 14,1 
Vitesse selon x 
moyenne ux, moy 
(m/s) 
0,029 0,145 0,29 
Vitesse selon z 
maximale uz, max, 
sur l’axe x=-4,85 
µm et y=0 (m/s) 
0,001597 0,007501 0,01438 
Rapport uz, max / 
ux, moy (%) 









9,93 9,93 9,93 
Tableau IV-3 : Tableau récapitulatif de différentes grandeurs pour trois débits 
imposés. 
 
Dans le Tableau IV-3 est aussi reportée la valeur de la vitesse maximale dans la 
direction z dans le système simulé numériquement. Ces valeurs de vitesse maximale 
en z ne sont pas proportionnelles à la vitesse moyenne. En effet plus le débit 
imposé est grand plus la vitesse maximale dans la direction z est grande. Elle 
correspond à 5,51 % de la vitesse moyenne la plus faible et à 4,96 % pour la vitesse 
moyenne la plus grande. Les contraintes de cisaillement, pour les trois débits, ont 
un maximum respectif qui est proportionnel au débit.   
 
IV.2.3.3. Influence du diamètre d’ouverture des microcanaux 
Un autre point étudié est la taille d’ouverture des microcanaux. Expérimentalement 
les filtrations ont été réalisées sur le microsystème FP avec des diamètres de 5 µm, 




10 µm et 20 µm. Pour rappel, les expériences ont montré que plus la taille 
d’ouverture est faible, plus la longueur moyenne des panaches est importante et 
plus la cinétique de formation des panaches est rapide. L’efficacité de capture est 
plus faible pour les canaux de 20 µm que pour les canaux de 5 µm et 10 µm, qui 
dans leur cas obtiennent une efficacité de capture sensiblement identique.  
 lmoy Cinétique η 
↑ Diamètre - - - 
Tableau IV-4 : Récapitulatif de l’influence du diamètre d’ouverture de canaux 
obtenue expérimentalement. 
 
Nous avons simulé les écoulements dans la direction z dans ces trois cas, Figure 
IV-18. 
       
Figure IV-18 : Résultats numériques pour la géométrie FP avec trois diamètres 
d’ouverture de microcanaux différents, à un débit de 1,41 mL/h. a : 5 µm ; b : 10 
µm ; c : 20 µm. 
 
Les zones d’écoulements secondaires sont quasiment inexistantes pour la 
configuration FP5 au niveau de l’intersection, Figure IV-18-a. Par contre ils sont 
a b c 
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y 




présents dans les trois cas en entrée et sortie de canal. Plus les canaux ont un 
diamètre d’ouverture important plus les zones sont étendues.  
 La valeur de la vitesse dans la direction z est respectivement de 3,21.10-3 
m/s, 1,60.10-3 m/s et de 0,46.10-3 m/s pour les diamètres d’ouverture de 5 µm, 10 
µm et de 20 µm. Il n’y a pas que cette valeur maximale qui soit différente. En effet 
la position de ce maximum n’est pas identique pour les trois diamètres d’ouverture. 
Plus l’ouverture est petite plus la zone se situe près de la paroi, Figure IV-19-a. 
Elle se trouve respectivement à z = 6,4 µm ; 10,7 µm et 13,3 µm des parois pour un 














Figure IV-19 : Influence de la taille d’ouverture des microcanaux sur la vitesse en z 
(a) et la contrainte de cisaillement (b) pour la géométrie FP10. (bleu : 5 µm ; vert : 
10 µm ; violet : 20 µm). 
 
La taille d’ouverture des microcanaux influence également la valeur de la contrainte 
de cisaillement maximale, Figure IV-19-b. Elle est respectivement de 45 Pa, 14 Pa 
et 4,8 Pa pour 5 µm, 10µm et 20 µm de diamètre d’ouverture. 
a 
b 






5 10 20 
Vitesse selon x 
moyenne ux, moy 
(m/s) 
0,031 0,029 0,024 
Vitesse selon z 
maximale uz, max, 
sur l’axe x=-4,85 
µm et y=0 (m/s) 
0,00321 0,00160 0,00046 
Rapport uz, max/ ux,  
(%) 










9 1,4 0,24 
Tableau IV-5 : Tableau récapitulatif de différentes grandeurs pour trois débits 
imposés. 
 
Dans le Tableau IV-5 sont reportées les données citées précédemment. Pour une 
vitesse moyenne similaire à l’entrée des microcanaux, il est intéressant de noter qu’il 
n’y a pas de proportionnalité avec la taille d’ouverture.  Le diamètre d’ouverture le 
plus petit entraine des vitesses (moyenne, dans la direction z) et une contrainte de 
cisaillement plus importantes que pour les deux autres diamètres d’ouverture.  





 Figure IV-20 : Comparaison de l’effet de la taille d’ouverture des canaux sur les 
lignes de courant. a : Comparaison des canaux de 10 µm d’ouverture (couleurs 
foncées) et des canaux 5 µm (couleurs claires) ; b : Comparaison des canaux de 10 
µm d’ouverture (couleurs foncées) et des canaux de 20 µm d’ouverture (nuances de 
gris). 
 
Les lignes de courant des diamètres d’ouverture de 5 µm sont fortement déviées 
vers la paroi supérieure, celles obtenues pour une ouverture de 10 µm légèrement 
moins, Figure IV-20-a. Les lignes de courant de canaux de 20 µm d’ouverture sont 











maximum plus faible que pour les canaux de 5 µm ou 10 µm d’ouverture, Figure 
IV-18-c. 
 
IV.3. Discussion et hypothèse de formation des panaches  
Les travaux de recherche menés sur la formation de panaches bactériens (Rusconi, 
2010) ont mis en évidence que la formation de streamers bactériens est 
conditionnée au développement de filaments composés essentiellement de 
polymères extracellulaires. Le processus de formation de panaches semble mettre 
en œuvre deux étapes consécutives : 
• Formation de filaments dans l’écoulement (ces filaments utilisent les 
propriétés de l’écoulement et notamment la présence d’écoulements 
secondaires pour coloniser l’espace). 
• Les filaments qui traversent les lignes de courant permettent de capturer les 
bactéries dans l’écoulement pour former des panaches bactériens   
Les études précédentes (Rusconi, 2010, 2011) ont quantifié le développement de 
ces streamers dans des canaux de taille de l’ordre de 200x200 micromètres. Des 
explications ont été avancées pour montrer l’importance des écoulements 
secondaires générés par la présence d’angles dans ces canaux. Nos expériences 
basées sur l’écoulement d’une suspension bactérienne dans des microcanaux de 
taille plus réduite 20x50 micromètres ont montré la formation de panaches lors 
d’élargissement brusque de section (en sortie de microcanal). Les sections suivantes 
proposent un mécanisme qui pourrait conduire à la formation de panaches en 
sortie de canaux (section IV.3.1) et une explication à la formation plus rapide de ces 
panaches en aval de canaux en quinconces (section IV.3.2). 
 
 




IV.3.1. Hypothèse de formation des panaches en sortie de canaux 
Nos expériences ont montré la formation de panaches en sortie de microcanaux 
(zone d’élargissement brusque de l’écoulement). Dans cette zone de l’écoulement, 
les simulations numériques ont mis en évidence la présence d’écoulements 
secondaires importants (avec des vitesses selon z pouvant représenter plus de 5% 
de la vitesse moyenne de l’écoulement en x).  
Il est évident que les paramètres influençant l’adhésion des bactéries sur 
divers supports sont nombreux et qu’il est très difficile de tous les prendre en 
compte. L’adhésion bactérienne est un phénomène complexe que cela soit d’un 
point de vue microbiologique (Pratt, 1998) ou d’un point de vue physicochimique 
(Gaboriaud, 2006). Cependant, les études précédentes ont prouvé l’importance 
capitale de l’écoulement sur le développement des filaments (formés 
essentiellement d’EPS) comme première étape de la formation des panaches.  
Le mécanisme de formation des panaches en aval de la sortie des 
microcanaux pourrait être de même nature. La Figure IV-21 superpose les 
écoulements secondaires mis en évidence par les simulations numériques, le 
développement des filaments et la formation de panaches que nous avons observés 
expérimentalement. 













Figure IV-21 : Schématisation de l’hypothèse de la formation d’un panache dans 
un microcanal en fonction de l’hydrodynamique. Le sens de l’écoulement est de 
haut en bas. 
 
L’hypothèse proposée comporte trois étapes. Sur la Figure IV-21 est représentée la 
vitesse dans la direction z pour les plans xy et xz dans un microcanal. Les bactéries 




sont schématisées sous forme d’ellipses noires, les lignes de courant par des lignes 
pointillées et les filaments d’EPS par des lignes continues violettes.  
La première étape est l’étape d’adhésion bactérienne, Figure IV-21-1. Les 
bactéries qui suivent les lignes de courant sont déviées en entrée de canal par les 
écoulements secondaires (dirigés vers les parois) ce qui leur permet d’atteindre plus 
facilement les parois (supérieure et inferieure) au niveau de l’entrée du microcanal. 
Le temps de séjour des bactéries adhérées peut également être augmenté dans ces 
zones où la contrainte de cisaillement est localement plus élevée selon le 
mécanisme de « shear-enhanced adhesion » mise en évidence par Lecuyer et al. 
(2011).  
La deuxième étape est la formation de filaments, Figure IV-21-2. Une fois 
adhérées les bactéries forment des filaments constitués de bactéries et d’EPS 
traversant le microcanal jusqu’à la sortie,  Figure IV-22.  
   
Figure IV-22 : Formation de filaments au niveau des coins dans la géométrie Ftest 
à t = 40 min ; t = 45 min ; t = 50 min. 
 
Ces filaments constitués majoritairement d’EPS sont transportés par l’écoulement 
et sont donc renvoyés vers le centre de la veine liquide en sortie du canal grâce à la 
présence d’écoulements secondaires dirigés vers le centre de l’écoulement. Ces 
écoulements secondaires leur permettent donc de se connecter ensemble pour 
former un filament traversant les lignes de courant. 
t = 40 min t = 45 min t = 50 min 




La troisième étape est la formation de panache, Figure IV-21-3. Les 
filaments une fois rejoints dans l’écoulement forment un filet de pêche dans 
l’écoulement qui capture les bactéries à la sortie des microcanaux.  
Les écoulements secondaires seraient ainsi responsables : 
• De l’adhésion importante de bactéries à l’entrée du microcanal (à 
cause des écoulements secondaires dirigés vers les parois) dans les 
zones de cisaillement important favorisant des temps de contact longs 
(mécanisme de « shear-enhanced adhesion ») propices à la sécrétion 
importante de filaments d’EPS 
• De l’entrainement des filaments d’EPS au centre de l’écoulement dans 
la zone en sortie du microcanal (où les écoulements secondaires sont 
dirigés vers le centre de l’écoulement) 
Cette hypothèse peut permettre d’expliquer la forme tridimensionnelle des 
panaches dans l’écoulement. Les observations microscopiques du plan xy montrent 
à la fois le déplacement de filaments le long des parois des microcanaux et 
l’entraînement des filaments en aval du microcanal. Par ailleurs, les analyses 
microscopiques confocales ont mis en évidence que le développement des 
panaches s’effectuait au centre de la veine liquide (dans le plan xz) conduisant à la 
formation de panaches bactériens mobiles dans l’écoulement. Cette hypothèse 
explique pourquoi expérimentalement les panaches peuvent osciller dans le flux. 
 Cette hypothèse peut également expliquer pourquoi les panaches se 
développent plus rapidement pour les canaux avec une petite section d’ouverture. 
En effet, dans ce cas, la contrainte de cisaillement est supérieure (ce qui favorise le 
mécanisme de « shear enhanced adhesion »)  et les lignes de courant sont plus 
déviées par la présence d’écoulements secondaires (ce qui favorise à la fois 
l’adhésion à l’entrée du microcanal et l’entraînement dans l’écoulement des 
filaments d’EPS).  




Dans le cas de l’augmentation de débit, la contrainte de cisaillement 
maximale est très élevée, le nombre de bactéries adhérées sur les parois va être 
supérieure mais sa probabilité plus faible. Ce qui peut expliquer pourquoi 
l’efficacité de capture diminue avec l’augmentation du débit. 
En début de cette section, nous avons montré les différences radicales 
d’accumulation entre particules et bactéries. L’analyse de ces résultats tend à 
montrer que le comportement des bactéries est lié à la presence d’EPS. Cet aspect 
sera développé dans le Chapitre V dans lequel les résultats obtenus avec des 
bactéries aux capacités de sécrétion différentes seront présentés.   
   
IV.3.2. Impact de la géométrie d’écoulement sur la formation de 
panaches 
L’hypothèse présentée ne permet pas d’expliquer pourquoi le développement des 
panaches bactériens est plus important dans les microsystèmes en quinconces qui 
présentent des écoulements secondaires en aval similaires aux autres géométries de 
microsystèmes. 
Dans le cas de l’écoulement en quinconces, il existe des écoulements 
secondaires aux niveaux de chaque angle entre l’entrée et la sortie. Cette géométrie 
est proche de celle étudiée par l’équipe d’Howard  Stone (Rusconi, 2011). Or, les 
auteurs de ces travaux montrent que pour ces écoulements les bactéries sont 
capables de créer des filaments d’EPS, puis des panaches bactériens entre des 
angles consécutifs dans l’écoulement (Figure IV-23). 





Figure IV-23 : Reconstruction 3D d’un streamer et superposition des résultats 
numériques des écoulements secondaires au niveau des coins. (Image  Rusconi, 
2011).  
 
Ces auteurs expliquent que ce développement est lié aux conditions 
hydrodynamiques : En effet de la biomasse va s’accumuler sur les parois latérales 
du canal et former un filament précurseur à mi-hauteur du canal en raison du sens 
des écoulements secondaires. Ensuite le flux va étirer et entrainer le filament 
jusqu'à ce qu'il atteigne le coin suivant. 
Nos expériences sur la géométrie Ftest, qui présente plusieurs géométries de 
microcanaux dans le même microsystème, mettent en évidence un développement 
rapide de panaches à l’intérieur des canaux (voir Figure IV-22).  
Ces panaches bactériens sont probablement favorisés par le développement 
(et l’accroche) de filaments en amont de la sortie qui peuvent expliquer une 
cinétique de développement plus rapide en aval de canaux présentant une 
tortuosité. En effet sur la Figure IV-24 suivante, les zones en blanc ne présentent 
pas de panache, tandis que les zones en noir qui ont des filaments en sortie de 
microcanaux ont aussi les intersections des canaux remplies.    





Figure IV-24 : Image à t = 10 min pour la filtration d’Escherichia coli sur FQ10. 
Zones noires : présence de filaments en aval et dans les microcanaux ; Zones 
blanches : absence de filaments.  
 
En résumé, lors de l’écoulement des suspensions bactériennes dans des canaux 
droits ou avec des plots, le comportement est sensiblement identique. La création 
de filaments d’EPS conduit en sortie de canaux à la formation d’un filet de 
filaments qui va favoriser la capture des bactéries et la formation de panaches 
bactériens. Pour les géométries en plots alignés, les zones mortes (au niveau des 
connections entre les microcanaux) ne favorisent pas spécialement la formation de 
panaches. En revanche, l’écoulement à travers des plots en quinconces favorise le 
développement de filaments d’EPS entre deux angles consécutifs dans l’écoulement 
qui vont donc traverser les lignes de courant et pouvoir par capture de bactéries 
former un panache bactérien. Nous avons pu par ailleurs noter sur le microsystème 
comportant les différentes géométries que le développement à l’intérieur des 









Dans ce chapitre une étude approfondie des écoulements à travers les 
microséparateurs pour les différents géométries, taille d’ouverture et débit 
d’alimentation a été effectuée par simulation numérique obtenue avec le logiciel 
Comsol afin d’analyser la formation des panaches.  
Dans une première partie la présence d’écoulements secondaires a été mise 
en évidence dans les microséparateurs : l’écoulement ne reste pas parrallèle aux 
parois comme cela pourrait être supposé en régime laminaire. Ces écoulements 
secondaires apparaissent lors de changement de courbure important (présence 
d’angle) dans des géométries confinées. Cet écoulement secondaire est caractérisé 
par une hélicité positive ou négative d’un côté et de l’autre d’un angle et au niveau 
supérieur ou inferieur des parois. La présence de ces vitesses dans la direction de 
l’épaisseur a une influence non négligeable sur les lignes de courant : les lignes de 
courants vont être déviées, vers les parois à l’entrée du microcanal, vers le centre de 
la veine fluide en sortie de canal. La variation de la contrainte de cisaillement sur les 
parois est également analysée car il est connu qu’elle peut jouer un rôle sur 
l’adhésion bactérienne. Ces simulations numériques permettent d’analyser les 
résultats expérimentaux et de développer une hypothèse sur la formation d’un 
panache à travers un microcanal. La présence d’écoulements secondaires conduit à 
une adhésion importante des bactéries sur les parois à l’entrée du canal. Dans ces 
zones où la contrainte de cisaillement est importante, le temps de séjour des 
bactéries est important (mécanisme de « shear enhanced adhesion ») ce qui favorise 
la formation de filaments d’EPS. Ces filaments sont entraînés par l’écoulement et 
les écoulements secondaires les renvoient au centre du flux en sortie de 
microcanaux. Les filaments issus des parois opposées peuvent se rejoindre et 
former un filet capable de capturer les bactéries pour constituer un panache 
bactérien.    




 Les simulations numériques et l’hypothèse formulée permettent alors 
d’expliquer l’effet des différents paramètres étudiés : 
 
• L’augmentation de débit à l’entrée des microcanaux va jouer sur 
l’augmentation de la vitesse des écoulements secondaires et sur 
l’augmentation de la contrainte de cisaillement. 
• Plus les canaux vont avoir une taille d’ouverture faible plus les zones 
d’écoulement dans la direction z vont avoir un maximum important, ce qui 
va entrainer une déviation des lignes de courant plus importante. La 
contrainte de cisaillement va également être plus importante dans le cas de 
canaux de petite taille d’ouverture. 
• La tortuosité des canaux va augmenter le nombre des zones d’écoulements 
secondaires. Plus les canaux vont être tortueux plus les lignes de courant 
vont se rapprocher des parois à l’entrée. 
 Dans le chapitre suivant d’autres paramètres ont été étudiés notamment 
l’influence de la physico-chimie des milieux bactériens avec l’ajout de calcium pour 
évaluer le rôle de l’adhésion. Egalement différents type de bactéries (Gram – et 
Gram +) ont été filtrés afin de déterminer si la formation de panaches est 
généralisable à d’autres sortes de bactéries qu’Escherichia coli ou reliée à des 
caractéristiques pariétales. Enfin le microsystème Ftest a permis l’étude de 
l’influence de l’hydrodynamique sur les bactéries Pseudomonas areruginosa et 
Staphylococcus aureus.  
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Chapitre V. Etude de l’effet des paramètres physico-chimiques et 
microbiologiques sur la formation de panaches bactériens 
 
Dans les chapitres précédents, Chapitre III et Chapitre IV, il a été montré 
l’accumulation de la bactérie Escherichia coli en aval de la zone poreuse sous forme 
de panaches. Le phénomène observé dépend de différents facteurs, notamment le 
diamètre d’ouverture des microcanaux, le débit d’alimentation et la tortuosité. Les 
résultats expérimentaux ont été confrontés aux résultats obtenus par simulation 
numérique des écoulements dans les microsystèmes. Un lien entre la présence 
d’écoulements secondaires au niveau des microcanaux et la formation de panaches 
a été mis en évidence. 
Afin de mieux définir les mécanismes mis en jeu, dans ce chapitre, nous nous 
proposons d’étudier le rôle potentiel de certains facteurs bactériens en évaluant la 
formation de panaches pour des bactéries  de type Gram + et Gram -, ainsi que de 
certains facteurs physico-chimiques impliqués notamment dans l’adhésion des 
bactéries à un support, comme la présence de cations divalents, ici le calcium.  
Enfin, une dernière série d’essais porte sur l’utilisation d’un nouveau 
microsystème « Ftest » qui a pour intérêt de tester le développement de panaches 
bactériens dans plusieurs types d’écoulement au sein d’un même système. Ce 
microsystème nous a permis de mettre en évidence les effets de l’hydrodynamique 
sur la filtration de Pseudomonas aeruginosa et de Staphyloccocus aureus.  
 
V.1. Paramètres physicochimiques : influence de l’ajout de calcium 
L’effet du calcium est depuis longtemps étudié autant sur les bactéries (Rubin, 
1969), les archaées (Kawakami, 2005)  ou les cellules eucaryotes (Okada, 1974). Ces 
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articles ont mis en évidence l’effet de paramètres physico-chimiques de la 
suspension sur l’adhésion à un support ou l’agrégation de bactéries. Ainsi, les 
cations divalents tels que Ca2+, favorisent le rapprochement bactérie /bactérie et 
bactérie/surface, préliminaire à la phase d’adhésion réversible.  
En 1969, Rubin & al ont étudié l’agrégation d’Escherichia coli par divers sels. 
Ils ont relié la concentration critique de coagulation au rayon d’hydratation du 
cation responsable de la coagulation. Pour le cation Ca2+, la concentration critique 
est de 10 mM. Alors que pour NaCl la concentration critique est de 415 mM.  
Dans cette partie nous allons nous intéresser plus particulièrement à l’effet 
de la présence de Ca2+ sur le comportement des bactéries lors de leur filtration dans 
le microsystème.  
  
V.1.1. Observations expérimentales 
Dans cette partie l’influence de la présence de calcium sur la formation de panaches 
est analysée. Pour cela Escherichia coli est mis en suspension dans trois solutions 
isotoniques (Π = 7,6 atm) comprenant des proportions d’ions calcium et sodium 
différentes. Les trois milieux de suspension sont des solutions aqueuses 
comprennant soit du NaCl à 155 mM, soit du CaCl2 à 103 mM ou un mélange de 
NaCl à 78 mM et de CaCl2 à 51,5 mM. D’après les résultats de Rubin & al (1969) 
qui ont déterminé la C.C.C. de Ca2+ à 10 Mm, les bactéries devraient être agrégées 
dans le cas où elles sont en suspension dans la solution aqueuse de CaCl2 et dans le 
mélange de CaCl2 et de NaCl. 
Sur la Figure V-1 est donnée l’image obtenue après deux heures de filtration 
sur la géométrie type quinconces en mode frontal (FQ10) pour les trois solutions 
différentes. La Figure V-1-a est le résultat de l’essai de référence, la suspension 
bactérienne est préparée dans du NaCl. Sur les Figure V-1-b et Figure V-1-c la 
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suspension bactérienne est réalisée respectivement dans du NaCl+CaCl2 et du 
CaCl2, mais en conservant une pression osmotique de sels équivalente (Chapitre II). 
                                          
  
Figure V-1 : Résultats obtenus après deux heures de filtration sur la géométrie 
FQ10 pour Escherichia coli mise en suspension dans a : NaCl ; b : NaCl+CaCl2 ; c : 
CaCl2. (Barre d’échelle : 200 µm) 
 
En premier lieu il est intéressant de noter que le comportement bactérien  est 
différent, en présence de calcium, de celui observé lorsque la suspension 
bactérienne est réalisée dans du NaCl. En effet, les panaches que l’on peut observer 
sur les Figure V-1-b-c sont très peu développés. Ils ont un aspect granuleux qui est 
exacerbé lorsque la suspension est préparée uniquement dans du CaCl2. Le point le 
plus significatif est que l’on retrouve des amas bactériens en amont des canaux, ce 
qui peut indiquer une agrégation d’Escherichia coli et expliquer la faible formation de 
panaches. Ces observations sont en accord avec ce qui a été trouvé dans la 
a 
b c 
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littérature (Rubin, 1969) et le phénomène d’agrégation apparait supérieur pour 
CaCl2 seul par rapport à CaCl2+NaCl. 
 
V.1.1.1. Influence sur la longueur moyenne de panache et l’efficacité 
de capture 
L’analyse de l’évolution dans le temps de la longueur moyenne des panaches en 
fonction du temps et de l’efficacité de capture confirme ces observations.  
L’allure des courbes (Figure V-2) est différente de celle obtenue pour l’essai 
de référence dans du NaCl. En effet pour cette expérience, après une période de 
latence la longueur moyenne des panaches augmente très rapidement pour 
atteindre une longueur limite, qui correspond sur la courbe à un plateau. A cette 
longueur limite, les panaches se décrochent des microcanaux et la formation de 
nouveaux panaches est amorcée. Ce phénomène se traduit sur la courbe pour les 
temps 90 minutes et 100 minutes par des chutes brutales de la longueur moyenne 
(liées au décrochement du panache). 
Escherichia coli, en suspension dans du NaCl, forme des panaches de longueur 
moyenne 3,5 et 2,5 fois plus grande que ceux formés en suspension dans du 
NaCl+CaCl2 et dans du CaCl2 respectivement. Pour les filtrations d’Escherichia coli 
en suspension dans du NaCl+CaCl2 ou du CaCl2 on peut noter une augmentation 
progressive (quasiment linéaire) de la longueur des panaches dés que les premiers 
filaments apparaissent, sans atteindre la valeur de rupture de courbes comme 
observé pour NaCl, sur la durée de l’essai. 
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Figure V-2 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour une filtration frontale avec des canaux en quinconces (x : Milieu NaCl ; 
□ : Milieu CaCl2 ; ∆ : Milieu NaCl+CaCl2). (Barre d’échelle : 200 µm) 
 
La Figure V-3 représente l’efficacité de capture au cours du temps pour  Escherichia 
coli mis en suspension dans les trois solutions différentes. L’augmentation 
significative de la valeur de l’efficacité de capture a lieu en 15 minutes pour la 
solution de NaCl et de CaCl2. Par contre, la valeur limite de l’efficacité de capture 
est différente pour les deux suspensions. Dans la solution aqueuse de CaCl2, les 
panaches sont peu développés et leur efficacité de capture atteint 0,38 %, alors que 
l’efficacité de capture atteinte par les panaches d’Escherichia coli en suspension dans 
du NaCl est de 1,50%. 
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Figure V-3 Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour une 
filtration frontale d’E. coli dans des canaux en quinconces (x : Milieu NaCl ; □ : 
Milieu CaCl2 ; ∆ : Milieu NaCl+CaCl2). 
 
Sur la courbe tracée pour la suspension bactérienne réalisée dans du NaCl, les 
décrochements de panaches ont un impact sur l’efficacité de capture. Comme sur la 
Figure V-2, sur la Figure V-3 il y a aux temps 90 minutes et 100 minutes des 
ruptures de pente, qui correspondent au départ des panaches dans le flux. 
 Les deux figures précédentes amènent deux remarques quant au rôle du 
calcium. La première est la présence d’amas en amont des microcanaux, due à la 
formation d’agrégats en suspension, les panaches sont alors moins nombreux. La 
deuxième est que les agrégats bactériens sont certes arrêtés par les microcanaux 
mais dans une moindre proportion que lorsque les bactéries forment des panaches 
en aval. L’efficacité de capture en est alors diminuée. 
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V.1.1.2. Conclusion partielle 
Les principales conclusions de ce paragraphe sont données dans le Tableau V-1. 
Nous nous sommes plus particulièrement intéressés à l’influence de l’ajout 








NaCl 150 µm 1,5 
Panaches bien 
formés 
NaCl+CaCl2 35 µm 0,38 
Petits panaches, 
aspect granuleux, 
présence de petits 
amas en amont des 
canaux 
CaCl2 65 µm 0,65 





Tableau V-1 : Récapitulatif des résultats obtenus pour un ajout de calcium dans le 
milieu de suspension d’Escherichia coli. 
 
La présence de calcium dans le milieu où est préparée la suspension d’Escherichia coli 
modifie de façon significative l’aspect et le comportement des bactéries lors du 
transfert à travers les microcanaux. En effet celles-ci paraissent s’agréger en 
suspension ce qui entraine des amas en amont. L’arrêt de ces agrégats bactériens est 
néanmoins plus faible que lorsque les bactéries forment des panaches. Le fait que 
les panaches soient moins développés pourrait être expliqué par différents points :  
• La présence de calcium impacte sur les EPS des bactéries et limite la mise en 
place des filets de pêche (modification qualitative et/ou quantitative).  
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• Et/ou l’adhésion des bactéries sur le PDMS est modifiée par la présence de 
calcium ce qui limite la mise en place de panaches. 
 
V.2. Paramètres microbiologiques : type de bactéries 
Dans cette partie, le comportement des bactéries dans les microsystèmes de 
filtration et la cinétique de formation des panaches sont analysés pour de nouveaux 
types de bactéries afin de déterminer si la formation de panaches est spécifique à E. 
coli ou à un groupe de bactéries. Les bactéries étudiées ont été choisies car elles ont 
des structures pariétales et des comportements potentiellement différents : trois 
souches de Pseudomonas aeruginosa ainsi que des bactéries de type Gram positif. Le 
Tableau V-2 récapitule les différentes bactéries utilisées dans cette partie. 













Bacille 2x1 Isolé 
Mannose 
et glucose 
P aeruginosa 7844 M* 
Gram 
- 
Bacille 2x1 Isolé 
Alginate 
++ 
P aeruginosa 7844 S* 
Gram 
- 










Bacille 2x1 Isolé Alginate 
E hirae CIP 5855 
Gram 
+ 
Coque 1 Chaînette - 
S aureus CIP 4.83 
Gram 
+ 
Coque 1 Amas PIA 
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Tableau V-2 : Récapitulatif des caractéristiques des bactéries utilisées 
expérimentalement. CIP : Collection de l’Institut Pasteur (Paris) ; * : isolat clinique 
 
V.2.1. Différences entre les bactéries de type Gram négatif et Gram 
positif 
Une connaissance approfondie des ces dernières est nécessaire à la bonne 
exploitation de nos résultats. Il existe différentes sortes de micro-organismes et 
dans notre étude nous nous sommes limités aux bactéries. Ce sont des organismes 
unicellulaires de petite taille et procaryotes, c'est-à-dire qu’ils ne possèdent pas de 
noyau. Une des caractéristiques importantes d’une bactérie est sa paroi. Le détail est 
donné dans la Figure I-2 du Chapitre I. 
La différence d’épaisseur de la couche de peptidoglycane entre les bactéries 
de types Gram + et Gram – entraine des comportements bactériens spécifiques. En 
effet Lebleu & al (2009) se sont aperçus de la présence de fuites en bactéries de 
type Gram négatif à travers des membranes de microfiltration ayant des tailles de 
pore inférieures à la taille moyenne de la bactérie filtrée. Ces fuites sont rendues 
possibles grâce à la déformabilité de la paroi bactérienne spécifique de ce groupe. 
La morphologie des bactéries peut être différente entre les espèces. Il existe 
deux grandes catégories, les bacilles qui sont des bâtonnets (comme Escherichia coli 
et Pseudomonas aeruginosa) et les bactéries dites coques ayant une forme sphérique 
(exemple : Staphylococcus aureus). 
Le taux de secrétions d’EPS peut également varier entre les différentes 
bactéries. En effet pour les biofilms de Pseudomonas aeruginosa le taux de 
polysaccharides est de 3800 ± 1000 ng/106UFC et de 901 ± 270 ng/106UFC  pour 
Staphylococcus aureus (Campanac, 2002).  
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V.2.2. Résultats expérimentaux pour les bactéries de type Gram négatif 
Différentes souches de Pseudomonas aeruginosa ont été choisies étudiées en fonction 
de leur specificités, afin de :  
• savoir si la formation de panaches était spécifique à Escherichia coli.  
• analyser pour une même bactérie l’importance de la sécrétion d’EPS. 
 
Pseudomonas aeruginosa est connu pour avoir un caractère plus adhérent 
qu’Escherichia coli. Elles ne secrètent pas les mêmes EPS. Pseudomonas aeruginosa 
secrète des EPS avec une fraction d’alginate tandis que Escherichia coli produit du 
mannose et du glucose. La souche de Pseudomonas aeruginosa CIP 82112 est notre 
souche de référence, son comportement à l’interface poreuse sera comparé à celui 
d’Escherichia coli. Deux isolats cliniques de Pseudomonas aeruginosa ont également été 
étudiés afin de comprendre l’effet de la présence d’alginate. L’isolat 7844 S (isolat 
mucoïde), ne secrète pas ou peu d’alginate tandis que l’isolat 7844 M en secrète 
beaucoup.  
Les protocoles de mise en suspension des bactéries et de filtration sont 
détaillés dans le Chapitre II. 
 
V.2.2.1. Observations expérimentales 
Pseudomonas aeruginosa est une bactérie potentiellement très adhérente, nous avons 
donc choisi de travailler avec des microcanaux type droits en mode frontal, les 
FD10, qui se sont montrés peu favorables à l’adhésion d’E. coli. La souche CIP 
82118 et deux isolats cliniques, la souche 7844 M et son révertant, la souche 7844 S 
ont été testés. La Figure V-4 reporte les observations microscopiques après deux 
heures de filtration pour les trois souches de P. aeruginosa. Les images au cours du 
temps sont données en Annexe VI. 
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Figure V-4 : Résultats obtenus après deux heures de filtration sur la géométrie 
FD10 pour a : Pseudomonas aeruginosa CIP 82118 ; b : Pseudomonas aeruginosa 7844 M ; 
c : Pseudomonas aeruginosa 7844 S. (Barre d’échelle : 200 µm) 
 
Il est intéressant de noter que pour les différentes souches de Pseudomonas aeruginosa 
les panaches sont très longs et peu denses. Ces images obtenues après deux heures 
de filtration nous permettent de conclure que la formation de panaches n’est pas 
spécifique à Escherichia coli. Ce comportement s’étend également à d’autres bactéries 
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V.2.2.2. Comparaison du comportement entre Pseudomonas 
aeruginosa et Escherichia coli 
L’observation directe de la filtration des trois souches de Pseudomonas aeruginosa nous 
a permis de dire que la formation de panaches n’est pas spécifique à Escherichia coli. 
Il est intéressant de comparer les valeurs obtenues pour les différents paramètres 
avec Escherichia coli par rapport aux différentes souches de Pseudomonas aeruginosa 
(Figure V-5). 
 
Figure V-5 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour une filtration frontale avec des canaux droits (x : Pseudomonas aeruginosa 
7844 S ; + : Pseudomonas aeruginosa CIP 82118 ; □ : Pseudomonas aeruginosa 7844 M ; ∆ : 
Escherichia coli CIP 54127) (Barre d’échelle : 200 µm) 
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La valeur de la longueur moyenne des panaches pour Escherichia coli est de 50 µm 
après deux heures de filtration. Cette longueur est très inférieure aux longueurs 
obtenues pour les trois souches de Pseudomonas aeruginosa. Dans le cas des souches 
7844 M et CIP 82118, cette  valeur moyenne tend vers 100 µm, soit le double de 
celle observée pour E. coli. La souche P. aeruginosa 7844 S forme des panaches très 
longs, d’environ 300 µm. Ils sont respectivement six fois et trois fois plus longs en 
moyenne que ceux obtenus pour E. coli et les deux autres souches de P. aeruginosa. 
 
 Le tracé de l’efficacité de capture en fonction du temps pour les quatre 
souches, Figure V-6, est en accord avec ce qui a été discuté précédemment. 
  
Figure V-6 : Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour une 
filtration frontale avec des canaux droits (x : Pseudomonas aeruginosa CIP 7488 S ; + : 
Pseudomonas aeruginosa CIP 82118 ; □ : Pseudomonas aeruginosa CIP 7844 M ; ∆ : 
Escherichia coli CIP 54127) 
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La différence de comportement entre la souche d’Escherichia coli et la souche de 
Pseudomonas aeruginosa 7844 S se retrouve sur le graphique. L’efficacité de capture 
finale de P. aeruginosa est 6,7 fois plus grande que celle d’E. coli. La deuxième grande 
différence entre ces deux souches concerne la cinétique de formation. Le temps 
pour atteindre la valeur de l’efficacité de capture pour P. aeruginosa 7844 S (environ 
15 minutes) est trois fois plus faible que celui pour E. coli (aux alentours de 45 
minutes).  
 Les deux autres souches de Pseudomonas aeruginosa (la souche CIP 82118 et la 
souche 7844 M), ont une valeur d’efficacité de capture finale 2,5 fois plus grande 
que celle d’Escherichia coli mais également 2,5 fois plus faible que celle de la souche 
de Pseudomonas aeruginosa 7844 S.  
 Si l’on compare les deux isolats cliniques différents, la souche sécrétant le 
plus d’alginates (Pseudomonas aeruginosa 7844 M) ne forme pas les plus longs 
panaches qui sont obtenus avec son révertant non muqueux ne secrétant pas ou 
peu d’alginate. Cette différence de comportement serait liée à des variations de 
compositions des EPS. L’augmentation de la proportion de l’alginate pourrait 
favoriserait le glissement des panaches le long des canaux et empêcherait leur 
adhésion entre elles car potentiellement tensio-active. La souche de Pseudomonas 
aeruginosa CIP 82118, qui est la souche de référence, a sensiblement le même 
comportement que la souche de Pseudomonas aeruginosa mucoïde. Les bactéries issues 
de ces deux souches sont productrices d’alginate.  
 
V.2.2.3. Conclusion partielle 
Dans ce paragraphe, la filtration de bactéries de type Gram négatif a été étudiée. Ce 
type de bactéries forme des panaches pour la géométrie FD10. Ce comportement 
n’est donc pas spécifique à Escherichia coli. Les principaux résultats sont donnés dans 
le Tableau V-3. 
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300 µm 3 
Panaches très 
longs et peu denses 
P. aeruginosa 7844 
M (isolat clinique 
mucoïde) 
100 µm 1 
Panaches longs et 
peu denses 
P. aeruginosa CIP 
82118 
(P. aeruginosa de 
référence) 
100 µm 1 
Allure des courbes 
identique à la 
souche précédente 
E. coli CIP 54127 
(Bactérie de référence) 
50 µm 0,4 Peu de panaches 
Tableau V-3 : Récapitulatif des résultats obtenus pour des bactéries à Gram 
négatif. 
 
La comparaison des résultats obtenus pour l’isolat clinique et son revertant non 
muqueux nous indique que lorsque Pseudomonas aeruginosa ne secrète pas ou peu 
d’alginate, la longueur moyenne des panaches est plus importante que lorsqu’il y a 
sécrétion.  
Lorsqu’il y a sécrétion, la quantité d’alginates n’influence pas la formation de 
panaches. Les résultats obtenus pour  la souche de référence et l’isolat mucoïde 
sont similaires. 
 
V.2.3. Bactéries de type Gram positif 
Par la suite nous nous sommes intéressés à savoir si la formation de panaches dans 
des systèmes confinés s’étendait aux bactéries de type Gram positif. Pour cela nous 
avons filtré deux souches de bactéries de type Gram positif, Staphylococcus aureus CIP 
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4.83 et Enterrococcus hirae CIP 5855. La Figure V-7 est le résultat obtenu après deux 
heures de filtration sur la géométrie type quinconces en mode frontal (qui est la 
géométrie de référence), pour les deux souches citées précédemment. Les images au 
cours du temps sont données en Annexe VII.  
 
V.2.3.1. Observations expérimentales 
  
Figure V-7 : Résultats obtenus après deux heures de filtration sur la géométrie 
FQ10 pour a : Enterrococcus hirae CIP 5855 ; b : Staphylococcus aureus CIP 4.83. (Barre 
d’échelle : 200 µm) 
 
La première remarque est qu’il y a également formation de panaches pour les deux 
souches de bactéries à Gram positif. Par contre leur comportement est 
sensiblement différent. Les panaches d’Enterrococcus hirea (Figure V-7-a) ont un 
aspect granuleux, peu senses, avec un faible nombre de panaches après deux heures 
de filtration. On trouve également des agrégats de bactéries en amont des canaux, 
ce qui n’avait pas été observé jusqu’à présent pour les autres bactéries, sauf en 
présence de calcium pour la suspension d’Escherichia coli.  
Staphylococcus aureus (Figure V-7-b) forme des panaches très denses (noir) sur 
toute la longueur des microcanaux. Ils ont un aspect assez « élastique », s’étirent, 
ressemblant à un filet de pêche. Ces panaches présentent des zones très denses 
immédiatement en  aval et très peu denses au-delà : filaments, qui semblent 
a b 
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pourtant suffisamment résistants mécaniquement pour maintenir les panaches dans 
l’écoulement.  
 
V.2.3.2. Comparaison du comportement des bactéries de type Gram 
+/Gram -  
Les deux souches bactériennes de type Gram +, ont été comparées avec notre 
souche de référence d’Escherichia coli (CIP 54127).  
La Figure V-8 représente pour ces trois types de bactéries, l’évolution de la 
longueur moyenne des panaches en fonction du temps. Les deux bactéries à Gram 
+ n’ont pas la même allure de courbe. La longueur moyenne des panaches est 
d’environ 250 µm pour Staphylococcus aureus et de seulement 75 µm pour Enterrococcus 
hirae. L’évolution de la longueur moyenne des panaches pour Escherichia coli se situe 
entre les deux courbes des bactéries de type Gram +.  
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Figure V-8 : Evolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour une filtration frontale avec des canaux en quinconce (x : Staphylococcus 
aureus CIP 483 ; □ : Enterrococcus hirae CIP 5855 ; ∆ : Escherichia coli CIP 54127). 
(Barre d’échelle : 200 µm) 
 
Des tendances identiques se retrouvent lorsqu’est tracée l’efficacité de capture en 
fonction du temps, Figure V-9. 
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Figure V-9 : Evolution de l’efficacité de capture en fonction du temps pour une 
filtration frontale avec des canaux en quinconces (x : Staphylococcus aureus CIP 4.83 ; 
□ : Enterrococcus hirae CIP 5855; ∆ : Escherichia coli CIP 54127). 
 
Les panaches obtenus pour Enterrococcus hirae ont une plus faible efficacité que ceux 
observés avec les deux autres souches bactériennes ; elle se situe aux alentours de 
0,70 %, alors que pour Staphylococcus aureus l’efficacité de capture atteint 2,60 %.  
La forme des bactéries ne conditionne pas à elle seule les caractéristiques des 
panaches obtenus. En effet les deux sortes de bactéries de type Gram + sont des 
coques, forment des panaches ayant un aspect très différent l’un avec l’autre. 
Cette différence de résultats pourrait être expliquée par la différence de 
comportement d’E. hirae en suspension. E. hirae présente des associations en 
chaînettes liées à des interactions bactériennes qui expliquent la rétention en amont. 
S. aureus est connu pour former des amas en « grappes de raisin » caractéristiques 
lors d’observations microscopiques. Cependant, ces amas sont moins signification 
lors en amont lors des essais de filtration. Indiquant certainement des forces 
d’interactions plus faibles que celles notées pour E. hirae dans nos conditions 
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expérimentales. Cette hypothèse est corrélée aux résultats obtenus avec E. coli en 
présence de Ca2+. 
  
V.2.3.3. Conclusion partielle 
Les bactéries à Gram positif forment également des panaches dans des 
microsystèmes confinés. Les conclusions des expériences, pour les filtrations sur la 
géométrie FQ10, sont données dans le Tableau V-4.  




E. hirae CIP 5855 75 µm 0,7 
Petits panaches, 
granuleux 
S. aureus CIP 
4.83 
250 µm 2,6 
Longs panaches 
très denses 
E. coli CIP 54127 
(Bactérie de 
référence) 
150 µm 1,5 
Comportement 
intermédiaires aux 
deux souches à 
Gram + 
Tableau V-4 : Récapitulatif des résultats obtenus pour des bactéries à Gram 
négatif. 
 
Le type de bactéries Gram + ou Gram – n’est pas le facteur déterminant qui 
influence la formation de panaches, celui-ci serait plutôt l’aptitude à l’agrégation des 
bactéries. En effet la différence de comportement entre les deux types de bactéries 
à Gram positif pourrait être due à la différence d’arrangement en suspension. 
Comme nous l’avons vu dans la section V.1, lors de l’obtention des agrégats 
d’Escherichia coli (avec l’ajout de calcium en solution), l’efficacité de capture ainsi que 
la longueur moyenne des panaches étaient plus faibles que ceux obtenus pour la 
suspension bactérienne d’E. coli en solution aqueuse de NaCl 0,9 %. Ceci 
impliquerait que lorsque les bactéries sont capables de s’agréger avant de passer à 
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travers les microcanaux, elles forment moins de panaches et ne sont pas pour 
autant mieux retenues par les microcanaux. Il faudrait noter que les agrégats sont 
de tailles inferieures à la taille d’ouverture des microcanaux utilisés.  
 
V.3. Filtration sur le microsystème Ftest 
Devant l’importance des conditions géométriques sur le développement de 
panaches bactériens, nous avons développé un microsystème permettant d’étudier 
l’influence de la géométrie d’écoulement en un seul essai.  
 
V.3.1. Description de la géométrie Ftest 
Pour cela nous avons conçu un microsystème avec différentes géométries de 
microcanaux, appelé Ftest. La Figure V-10 représente la totalité de la géométrie 
Ftest. Nous retrouvons deux zones. La première est constituée de microcanaux de 
20 µm d’ouverture et la deuxième de 10 µm d’ouverture. Sur ces deux zones 
plusieurs géométries d’écoulement sont présentes. Des canaux droits (-a), des 
canaux type quinconces (-b), des canaux type plots (-e), mais également des canaux 
«en escaliers » (-c). Ces différentes configurations de microcanaux permettent 
d’avoir un éventail complet de toutes les conditions testées dans les chapitres 
précédents.  
 
Figure V-10 : Détails de la géométrie Ftest avec a : les canaux droits, b : un 
écoulement du type quinconces, c : en escaliers, d : les canaux dits petits plots et e : 
type plots. En foncé : le fluide ; En clair : le PDMS. 
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L’intérêt de ce type de microsystème est de pouvoir comparer l’influence de la 
géométrie de l’écoulement en une seule manipulation.  
Il faut toutefois faire attention aux variations de vitesses qu’il peut y avoir 
dans les différents canaux. Ces vitesses peuvent favoriser la formation de panaches, 
comme cela a été montré expérimentalement ainsi qu’avec les simulations 
numériques. 
 
V.3.1.1. Observation directe au cours du temps 
Sur la Figure V-11 nous retrouvons le résultat de la filtration d’Escherichia coli sur le 
Ftest à t0 (Figure V-11-a), au bout de 60 minutes (Figure V-11-b) et à la fin de la 
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Figure V-11 : Evolution au cours du temps (a : 0 min ; b : 60 min ; c : 120 min) de 
la filtration d’Escherichia coli sur la géométrie Ftest. (Barre d’échelle : 200 µm)) 
 
Il y a plusieurs aspects  à prendre en compte sur ces résultats. Cette géométrie nous 
donne accès à un nombre important d’informations. Dans un premier temps nous 
allons confronter les résultats obtenus pour ce microsystème aux tendances tirées 
des expériences réalisées dans les différentes géométries présentées dans le Chapitre 
III. Cette confrontation permettra de valider et de confirmer l’intérêt de ce type de 
microsystème.  
 
V.3.1.2. Validation du Ftest 
Précédemment, dans la partie III.1.4 , nous avons proposé une schématisation de la 
formation d’un panache au cours du temps. Sur la Figure V-12, nous avons repris 
a 
b c 
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la schématisation dans le plan xy et comparé ces représentations à des images 
obtenues sur la géométrie Ftest pour Escherichia coli. 
 
Figure V-12 : Confrontation de la schématisation de la formation d’un panache 
avec les images obtenues pour la filtration d’Escherichia coli sur les canaux en 
quinconces du microsystème Ftest. (a : 62 min ; b : 70 min ; c : 90 min). (Barre 
d’échelle : 50 µm) 
 
Nous retrouvons sur ces images la présence de filaments qui sont à l’origine de la 
formation de panaches. Sur la Figure V-12-b, on observe, en deuxième étape, la 
jonction des filaments qui forme un filet de pêche puis enfin sur la Figure V-12-c 
l’étape de remplissage du filet de pêche qui permet de constituer un panache dense. 
 
Dans le Chapitre III plusieurs paramètres influençant la formation de 
panaches ont été mis en évidence, notamment la taille d’ouverture des microcanaux 
et la tortuosité. Dans cette section, l’évolution de la longueur moyenne des 
panaches en fonction du temps, à la sortie des différents types de canaux (voir 
Chapitre II), est analysée afin de vérifier si les observations réalisées sur le 
microsystème Ftest sont cohérentes avec les expériences menées avec des canaux 
réguliers (résultats présentés dans la section III.2). Comme représenté sur la Figure 
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V-10 le Ftest est constitué de deux zones, une zone d’ouverture de canaux de 20 
µm et de 10 µm. Dans ces deux zones les canaux sont plus ou moins tortueux. 
L’évolution de la longueur moyenne des panaches en aval de canaux a été tracée sur 



































































Figure V-13 : Influence de la taille d’ouverture des microcanaux dans le Ftest pour 
Escherichia coli CIP 54127. a : Canaux droits (◊ : 10µm ; + : 20µm) ; b : Canaux type 
quinconces2 ; (∆ : 10µm ; - : 20µm) ; c : Canaux type escaliers (□ : 10µm ; x : 20µm). 
 
Dans les trois cas présentés ci-dessus (Figure V-13), les géométries d’ouverture 10 
µm conduisent à un panache de longueur moyenne supérieure aux valeurs obtenues 
par les géométries de 20 µm d’ouverture. Ces graphiques confirment la tendance 
observée dans le chapitre précédent qui concluait que plus le diamètre d’ouverture 
des canaux est petit, plus la longueur moyenne des panaches est grande.  
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Le deuxième aspect étudié est l’influence de la tortuosité des microcanaux. 
Le graphique longueur moyenne des panaches en fonction du temps est donné en 




























Figure V-14 : Evolution de la longueur moyenne des panaches d’Escherichia coli CIP 
54127 en fonction du temps pour une sélection de 4 microcanaux différents de 
10µm d’ouverture. (* : Canaux type quinconces1 ; ∆ : Canaux type quinconces2 ; ◊ : 
Canaux type droits ; x : Canaux type plots) 
 
Les résultats obtenus pour les canaux non tortueux (les canaux type droits et type 
plots) comparés aux résultats canaux tortueux (canaux type quinconces1 et type 
quinconces2) sont cohérents avec les conclusions tirées dans le Chapitre III. Un 
premier point à noter est que la longueur moyenne des panaches, au bout de deux 
heures de filtration, pour les canaux non tortueux ne dépassent pas les 10 µm, ils 
sont quatre fois moins longs que pour les canaux tortueux. Dans le chapitre 
précédent le rapport entre les longueurs moyennes finales des panaches est 
similaire, il est aux alentours de 3,5.  
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La Figure V-14 nous renseigne également sur l’impact des deux géométries 
de type quinconces. L’évolution de la longueur moyenne des panaches est 
sensiblement identique. Le fait qu’il y ait un écoulement convergent puis divergent 
(cas pour la géométrie de type quinconces1) ou un écoulement divergent puis 
convergent (cas pour la géométrie de type quinconces2), ne joue pas de rôle sur la 
dynamique de formation ou sur la longueur moyenne finale des panaches. L’effet 
de la tortuosité semble bien être le phénomène important contrôlant le 
développement des panaches. 
 
V.3.1.3. Intérêt du microsystème Ftest 
Les deux paragraphes précédents corroborent les résultats obtenus lors de l’étude 
de paramètres hydrodynamiques dans le Chapitre III.  
L’intérêt du microsystème Ftest est de pouvoir étudier ces différents 
paramètres en une seule manipulation. C’est un gain de temps par rapport aux 
séries de manipulations nécessaires pour des filtrations avec des microsystèmes à 
une seule géométrie. Précédemment, pour étudier l’effet de la tortuosité quatre 
expériences ont été nécessaires (qui ont été chacune doublées) alors qu’avec la 
filtration sur le microsystème Ftest une seule (qui a été doublée) a suffi. 
Le deuxième intérêt de l’utilisation du Ftest est de pouvoir comparer le 
comportement des bactéries sur une large palette de géométries en une expérience 
en s’affranchissant de la variabilité des suspensions biologiques liée à leur caractère 
vivant. Les sections suivantes présentent des résultats obtenus sur ce microsystème 
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V.3.2. Résultats expérimentaux 
Une suspension de Pseudomonas aeruginosa 7844 S et une de Staphylococcus aureus CIP 
4.83 sont filtrées à travers le microsystème Ftest pour étudier en détails leur 
comportement face à ces géométries. Afin de simplifier la lecture de ce paragraphe 
seule une partie représentative des résultats va être présentée. Le complément est 
dans l’Annexe IX. 
 
V.3.2.1. Observations directes globales 
Grâce au microsystème Ftest, il est possible d’étudier les effets de 
l’hydrodynamique sur les différents types de bactéries. Après deux heures de 
filtration pour  P. aeruginosa et 1h40 pour S. aureus, nous obtenons les images 
données sur la Figure V-15. 
 
 
Figure V-15 : Résultats obtenus après deux heures de filtration (pour a) et 1h40 
(pour b) sur le microsystème Ftest pour a : Pseudomonas aeruginosa 7844 S ; b : 
Staphylococcus aureus CIP 4.83. (Barre d’échelle : 200 µm) 
 
Comme dans le paragraphe V.2.2.1, les panaches obtenus dans le cas de la filtration 
de Pseudomonas aeruginosa 7844 S (Figure V-15-a) paraissent très longs mais peu 
denses. En revanche, les panaches formés de Staphylococcus aureus CIP 4.83 sont plus 
a b 
20 µm 10 µm 10 µm 20 µm 
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denses et comparables à ceux obtenus dans les microsystèmes à géométrie régulière 
(cf V.2.3.1) (Figure V-15-b). 
 
V.3.2.2. Influence de l’ouverture des microcanaux 
De la même manière que pour Escherichia coli, nous nous sommes dans un premier 
temps intéressés à l’influence de la taille d’ouverture des microcanaux sur la 
formation de panaches. Pour cela nous avons tracé la longueur moyenne des 
panaches en fonction du temps pour trois géométries du microsystème Ftest. 
 
V.3.2.2.1. Pseudomonas aeruginosa 
Dans un premier temps les courbes Longueur moyenne des panaches en fonction 
du temps ont été tracées pour la filtration de la suspension de Pseudomonas aeruginosa 
7844 S. Une partie des résultats est donnée dans la Figure V-16, le complément est 
dans l’Annexe IX. 
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Figure V-16 : Influence de la taille d’ouverture des microcanaux dans le Ftest pour 
Pseudomonas aeruginosa 7844 S. a : Canaux droits (◊ : 10µm ; + : 20µm) ; b : Canaux 
type quinconces1 ; (* : 10µm ; _ : 20µm) ; c : Canaux type escaliers (□ : 10µm ; x : 
20µm). 
 
La principale conclusion à tirer de ces graphiques est que la taille d’ouverture des 
microcanaux n’a pas d’influence sur la formation des panaches. En effet pour les 
trois géométries représentées dans la Figure V-16, les courbes sont superposées. 
Elles ont une cinétique de formation similaire. Ce résultat est différent du 
comportement obtenu pour la filtration d’Escherichia coli. Les cellules de Pseudomonas 
aeruginosa 7 844 S ont la capacité de conduire à la formation de panaches de façon 
identique que cela soit sur des canaux de 10 µm d’ouverture ou de 20 µm, c'est-à-
dire 10 fois plus grand que leur plus petite dimension (si l’on considère la taille de 
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V.3.2.2.2. Staphylococcus aureus 
Dans le cas des bactéries de type Gram positif et notamment pour Staphylococcus 
aureus, l’évolution de la longueur moyenne des panaches en fonction du temps pour 
différentes géométries du microsystème Ftest, pour deux tailles d’ouverture de 
microcanaux est  présentée sur la Figure V-17.  
 
Figure V-17 : Influence de la taille d’ouverture des microcanaux dans le Ftest pour 
Staphylococcus aureus CIP 4.83. a : Canaux type quinconces2 ; (∆ : 10µm ; - : 20µm) ; 
b : Canaux type quinconces3 ; (o : 10µm ; * : 20µm) ; c : Canaux type escaliers (□ : 
10µm ; x : 20µm). 
 
Si l’on s’intéresse à la cinétique de formation, il est notable que pour les trois 
géométries sélectionnées, les courbes sont initialement superposées. Une 
différenciation est possible à partir de 30 à 40 minutes. Pour les courbes obtenues 
avec le diamètre d’ouverture de 20 µm, il y a apparition d’un plateau correspondant 
à une longueur de panaches limite. Les courbes obtenues pour les diamètres 
d’ouverture de 10 µm sont croissantes, elles tendent pour certaines géométries vers 
a b 
c 
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une stabilisation. La formation de panaches pour  Staphyloccocus aureus est favorisée 
par la réduction de la taille d’ouverture des microcanaux. En effet, la valeur de la 
longueur moyenne des panaches obtenue pour les géométries en 10 µm est entre 2 
à 5 fois plus grande que celle obtenue pour les géométries en 20 µm.  
 
V.3.2.3. Influence de la tortuosité 
V.3.2.3.1. Pseudomonas aeruginosa 
Apres avoir étudié l’influence de la taille d’ouverture des microcanaux, nous nous 
sommes intéressés à l’influence de la tortuosité sur la formation de panaches des 
bactéries Pseudomonas aeruginosa sachant qu’elles sont insensibles aux variations de la 
taille d’ouverture des microcanaux. Quatre géométries de microcanaux plus ou 
moins tortueuses ont été étudiées afin de confirmer que  Pseudomonas aeruginosa 7844 
S forme des panaches de la même façon sur toutes sortes de géométries de canaux.  
Sur la Figure V-18 est tracée la longueur moyenne des panaches en fonction 
du temps pour les quatre géométries de microcanaux. 
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Figure V-18 : Evolution de la longueur moyenne des panaches de Pseudomonas 
aeruginosa 7844 S ; en fonction du temps pour une sélection de 5 microcanaux 
différents de 10µm d’ouverture. (□ : Canaux type escaliers ; ∆ : Canaux type 
quinconces2 ; ◊ : Canaux type droits ; o : Canaux type quinconces3 ; * : Canaux 
type plots). 
 
D’après la Figure V-18 il n’y a pas de tendance particulière, les canaux tortueux (□ ; 
o ; ∆)  et non tortueux (◊ ; x) donnent des courbes similaires que cela soit du point 
de vue de la cinétique de formation ou de la longueur moyenne finale. Ces résultats 
nous permettent de conclure que la formation de panaches par Pseudomonas 
aeruginosa est très peu dépendante de la taille d’ouverture des canaux, mais 
également de leur tortuosité.  
 
V.3.2.3.2. Staphylococcus aureus 
De la même façon que pour Pseudomonas aeruginosa 7844 S, nous avons étudié 
l’influence de la tortuosité sur la formation de panaches par Staphylococcus aureus CIP 
4.83. Pour cela nous avons tracé la longueur moyenne des panaches en fonction du 
temps pour quatre géométries de tortuosité différente, Figure V-19. 
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Figure V-19 : Evolution de la longueur moyenne des panaches de Staphylococcus 
aureus CIP 4.83 en fonction du temps pour une sélection de 4 microcanaux 
différents de 10 µm d’ouverture. (□ : Canaux type escaliers ; ∆ : Canaux type 
quinconces2 ; ◊ : Canaux type droits ; o : Canaux type quinconcess3) 
 
Lors de la filtration de Staphylococcus aureus, nous retrouvons les tendances mises en 
évidence par la filtration d’Escherichia coli. Plus les microcanaux sont tortueux plus la 
longueur moyenne des panaches est grande et plus leur cinétique de formation est 
importante. Sur la Figure V-19 la longueur moyenne des panaches pour les 
microcanaux type droits est 10 fois plus faible que celle obtenue pour les canaux 
tortueux de type escaliers ou de type quinconces2.  
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La filtration sur le microsystème Ftest nous a permis d’étudier l’effet de la taille 
d’ouverture des microcanaux ainsi que l’influence de leur tortuosité pour différents 
types  de bactéries. Il est important de noter que  Pseudomonas aeruginosa 7844 S et  
Staphylococcus aureus CIP 4.83 n’ont pas le même comportement face aux paramètres 
étudiés. En effet Pseudomonas aeruginosa n’est ni sensible aux variations de taille 
d’ouverture de microcanaux, ni sensible à l’augmentation de leur tortuosité. La 
filtration de Staphyloccocus aureus sur le microsystème Ftest donne des résultats 
similaires à la filtration d’Escherichia coli. Plus la taille des microcanaux est faible et 
plus les canaux sont tortueux plus les panaches obtenus sont longs et ont une 
cinétique de formation rapide. 
Ces conclusions sont étonnantes sachant que  Staphylococcus aureus et  
Escherichia coli ne présentent  ni  la même forme ni la même structure pariétale. La 
formation de panaches n’est donc pas liée à la morphologie ou aux propriétés 
élastiques de la bactérie. Le microsystème Ftest a permis de mettre en évidence ces 
phénomènes avec un nombre limité de manipulations. C’est l’un des principaux 
avantages de l’utilisation de ce genre de microsystèmes à géométries variables. 
 
V.3.3. Avantages et limitations du microsystème Ftest 
Le microsystème Ftest comporte de nombreux avantages notamment : 
• Etude de l’influence de l’hydrodynamique des microcanaux (taille 
d’ouverture ou tortuosité) en s’affranchissant de la variabilité inter-essais de 
la suspension filtrée.  
• Nombre d’expériences diminué pour l’étude de différents paramètres. 
 
Mais ce type de microsystème comporte également certaines limites : 
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• Exploitation des images plus complexe, sur le logiciel Image J chaque zone 
comportant la géométrie choisie devant être sélectionnée manuellement. 
• Les débits dans les différentes géométries ne sont pas forcément identiques 
et des écoulements préférentiels peuvent apparaitre et modifier 
l’hydrodynamique du microsystème, entrainant des ruptures de pentes dans 
les courbes tracées, par exemple sur la Figure V-13-b. 
 
Afin d’améliorer ce microsystème il faudrait doubler chaque géométrie afin de 
compléter avec une étude de répétabilité en une seule manipulation. Il serait 
également intéressant de simuler les écoulements dans le microsystème avec le 
logiciel Comsol de manière à connaitre la vitesse moyenne, ainsi que les vitesses des 
écoulements secondaires. Cette étude approfondie des écoulements permettrait de 
redimensionner les diamètres d’ouverture des microcanaux.  
Afin d’alléger le traitement des résultats, un programme pourrait être 
développé permettant un découpage automatique des images, chaque zone ciblée 




Dans ce chapitre plusieurs points ont été abordés. Dans un premier temps une 
étude sur les paramètres physicochimiques a été effectuée. La présence de calcium 
dans le milieu de mise en suspension  d’Escherichia coli modifie de façon significative 
l’aspect et le comportement des bactéries lors du transfert à travers les 
microcanaux. En effet, celles-ci paraissent s’agréger en suspension ce qui entraine la 
présence d’amas en amont, limitant secondairement la formation de panaches en 
aval.  
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Dans un deuxième temps, une étude sur les paramètres microbiologiques a 
permis de mettre  en évidence que la formation de panaches dans des systèmes 
confinés avec des tailles de microcanaux supérieures à la taille minimale des 
bactéries n’est pas spécifique à  Escherichia coli. La série d’expériences réalisée sur des 
souches de P. aeruginosa présentant des caractères plus ou moins mucoïdes 
démontre que la sécrétion d’alginates n’est pas corrélée positivement à la formation 
de panaches. De même, la comparaison entre bactéries à Gram – et à Gram + nous 
permet de conclure sur l’absence d’implication de la déformabilité cellulaire 
(Lebleu, 2009).  
Les bactéries de type Gram positif forment également  des panaches dans 
des microsystèmes confinés. La différence de comportement entre les deux types 
de bactéries à Gram positif pourrait être due à la tendance de certaines bactéries à 
l’agrégation en suspension.  
 
La dernière partie de ce chapitre traite de l’étude du microsystème Ftest. Ce 
microsystème est constitué de deux zones, la première avec des canaux de 20 µm 
d’ouverture et la deuxième avec des diamètres d’ouverture de 10 µm. Dans les deux 
parties, plusieurs types de microcanaux sont réalisés, ils ont des tortuosités et des 
interconnections différentes. C’est cette diversité qui a permis d’étudier, en un 
minimum de manipulations les effets de l’hydrodynamique lors de la filtration de 
Pseudomonas aeruginosa et de Staphylococcus aureus, bactéries de type Gram – et Gram + 
respectivement. Le Tableau V-5 récapitule les influences des divers paramètres sur 




Chapitre V. Etude de l’effet des paramètres physico-chimiques et microbiologiques sur la 
formation de panaches bactériens 
188 
 
 E. coli CIP 54127 
P. aeruginosa 
7844 S 
S. aureus CIP 483 
↑ Diamètre - = - 
↑ Tortuosité + = + 
Tableau V-5 : Récapitulatif des effets de l’hydrodynamique pour trois souches 
bactériennes (- : diminution ; = aucun effet ; + : augmentation) 
 
Les tendances dégagées dans le Chapitre III avec Escherichia coli sont retrouvées, ce 
qui valide l’utilisation du microsystème Ftest. Les cellules de S. aureus ont le même 
comportement que celles de E. coli, alors que la formation de panaches de P. 
aeruginosa n’est influencée ni par la taille d’ouverture des microcanaux ni par leur 
tortuosité.  
Ce genre de microsystème pourrait être un excellent outil pour étudier les 
effets hydrodynamiques lors de la filtration de tout type de bactéries mais 
également les paramètres physicochimiques, ceci en un minimum de manipulations. 
Néanmoins une optimisation du traitement des images doit être envisagée afin de 
garder le gain de temps du fait de la réduction du nombre de manipulation. 
Enfin un axe spécifique de travail est représenté par l’étude des facteurs 
microbiens mis en jeu. Nos résultats démontrent l’implication des deux propriétés 
liées : 
• L’adhésion aux surfaces. 
• Les EPS présents. 
Les facteurs d’adhésions des espèces bactériennes testées sont largement 
décrits mais nombreux, rendant difficiles l’évaluation de leur rôles pris séparément. 
Cependant, certaines souches mutantes, notamment de Pseudomonas aeruginosa et 
Staphylococcus aureus sont décrites non ou peu adhérentes et pourraient permettre de 
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Conclusions et perspectives 
La présence bactérienne en différents points de la filière de traitement des eaux est 
dans de nombreux cas non souhaitée car source de détérioration des performances 
des procédés et de contamination des équipements et, par voie de conséquence, de 
l’eau traitée. Ces inconvénients sont fortement marqués dans les étapes de filtration 
membranaire très présentes de nos jours dans les filières, qu’il s’agisse de traitement 
des eaux usées ou de production d’eau potable. Des études précédentes ont montré 
la présence de fuites bactériennes lors de filtrations à travers des membranes 
supposées totalement rétentives. L’origine de ces fuites est attribuée à la 
distribution de tailles de pores qui peut faire apparaître des défauts de structure (ou 
gros pores). Lorsque le diamètre des défauts est inférieur mais proche des 
dimensions des bactéries filtrées, certaines souches (de type Gram -) se sont avérées 
avoir la capacité de se déformer et de transférer côté perméat (Hasegawa, 2006 ; 
Lebleu, 2009). Lorsque le diamètre des défauts est supérieur aux dimensions du 
microorganisme, est alors observée une diminution de la rétention membranaire 
(Lebleu, 2009). Dans ces conditions, même si 99,9-99,99 % des bactéries sont 
éliminées, le faible pourcentage de bactéries qui pénètre  dans le système contamine 
le perméat et est susceptible  d’adhérer à une surface et se multiplier (Flemming, 
2002). Dans ce dernier cas un biofilm va se former ce qui pose alors le problème de 
son élimination. Des biofilms sont également observés en amont de la membrane 
et affectent alors la productivité de l’étape de filtration. Ils se présentent par 
exemple sous forme de « streamers » dans les entretoises de modules de 
nanofiltration ou d’osmose inverse comme montré par Vrouwenvelder & al (2009). 
De nombreux paramètres peuvent influencer la formation de ces biofilms : les 
propriétés du milieu du milieu (salinité, pH, composition.), les propriétés des 
surfaces en présence... La multiplicité de ces paramètres est une des grandes 
difficultés dans la compréhension du comportement des bactéries à une interface.  
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Pour obtenir des informations sur le transfert des bactéries à une interface 
poreuse nous avons choisi d’utiliser des outils novateurs venant de la 
microfluidique. Cette discipline a permis des avancées non négligeables sur la 
compréhension du comportement bactérien en milieu confiné. Dans notre étude 
nous avons choisi cet outil afin de visualiser le comportement des bactéries à 
travers des microsystèmes en PDMS. De nombreuses études utilisent ce matériau 
pour ses propriétés : biocompatibilité, transparence et facilité d’utilisation, 
parfaitement adaptées à la visualisation des microorganismes en dynamique.  
La conception de ces microsystèmes nous a permis d’obtenir des géométries 
mimant le réseau poreux d’un système de filtration. Ils comportent une zone de 
microcanaux qui suivant les cas sont plus ou moins tortueux. Dans ces différentes 
conditions, nous avons étudié le comportement de plusieurs sortes de bactéries, des 
bactéries à Gram - : Escherichia coli et Pseudomonas aeruginosa et à Gram + : 
Staphylococcus aureus et Enterrococcus hirae,  en dynamique dans des conditions 
hydrodynamiques variables. Les bactéries sont filtrées à travers les microsystèmes 
en PDMS pendant deux heures. Les filtrations sont filmées à l’aide d’un 
microscope surmonté d’une camera et les images analysées pour en tirer des 
informations quantitatives. 
Lors de la filtration des différentes suspensions bactériennes dans des 
conditions non nutritives, nous avons observé plusieurs phénomènes. Les bactéries, 
quel que soit leur type de Gram, forment des panaches en aval des canaux. Ces 
panaches sont plus importants avec Pseudomonas aeruginosa qui est connue pour 
produire plus d’EPS par rapport à Escherichia coli. Néanmoins il n’y a pas 
d’implication de l’alginate mais des fonctions types α-mannose et α-glucose. Ces 
panaches sont des petits filaments qui se rejoignent au cours du temps. Ils forment 
une sorte de filet de pêche qui capture les bactéries libres dans le flux et ainsi se 
développent. Ces panaches  oscillent dans le microsystème et sont observés dans 
les zones où l’écoulement est le plus important et non dans les points de stagnation. 
La localisation du panache est déterminée grâce à l’injection de fluorochromes 
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(Syto 9 et Concanavalin A) dans la suspension et l’utilisation du microscope 
confocal. Ces observations ont permis de localiser les panaches au centre de 
l’épaisseur du microsystème mais également de conclure qu’ils sont constitués de 
bactéries et d’α-mannose et α-glucose. Au bout d’un certain temps les panaches 
atteignent une longueur limite (aux alentours de 200 µm dans des conditions 
favorables) à partir de laquelle ils se décrochent des microcanaux et sont relargués 
dans le flux. 
 La formation des panaches a été étudiée pour des solutions isotoniques mais 
avec des compositions en sels (NaCl, CaCl2) différentes. L’ajout de calcium lors de 
la filtration d’Escherichia coli, déstabilise la suspension et induit la formation 
d’agrégats. En effet la concentration de calcium choisie est supérieure à la 
concentration critique de coagulation. Dans ces conditions, les panaches obtenus 
sont moins nombreux, ont une longueur moyenne finale et une efficacité de 
capture faibles. Il est intéressant de noter alors la présence d’amas en amont des 
canaux. Ce phénomène est retrouvé lors de la filtration d’Enterrococcus hirae qui en 
suspension est regroupée en chainettes.  
La grande liberté de choix des géométries des microcanaux lors de la 
conception des microsystèmes a favorisé l’étude des conditions hydrodynamiques. 
Le diamètre d’ouverture des canaux est compris entre 5 et 20 µm, la taille d’une 
bactérie est de 1*2 µm. Les microcanaux sont droits, connectés ou en quinconces ; 
cela a permis d’étudier l’influence de la tortuosité sur le transfert bactérien. Les 
microsystèmes utilisés sont soit une succession de géométries de microcanaux 
identiques soit une palette de géométries. L’avantage de cette dernière configuration 
est qu’une seule filtration bactérienne est nécessaire pour étudier l’influence de 
l’hydrodynamique.  Les résultats ainsi que les tendances obtenus pour les bactéries 
Escherichia coli sont semblables à ceux observés pour Staphylococcus aureus. La 
diminution du diamètre d’ouverture des canaux et l’augmentation de leur tortuosité 
augmentent la longueur moyenne finale des panaches et leur efficacité de capture. 
Une augmentation du débit (dans la gamme 1,41 et 14,1 mL/h) conduit également 
Conclusions et perspectives 
194 
 
à des panaches de longueur moyenne plus important mais abaisse l’efficacité de 
capture Le type d’alimentation influe également. Une filtration en mode frontal 
conduit à la formation de panaches moins longs et à l’efficacité de capture plus 
faible qu’une filtration en mode tangentiel. La bactérie Pseudomonas aeruginosa s’est 
avérée quant à elle peu sensible aux modifications de géométrie des canaux.  
Ces résultats ont été confrontés à une étude des écoulements dans les 
microsystèmes. Des travaux effectués précédemment (Balsa, 1998) ont montré la 
présence d’écoulements secondaires dans des systèmes confinés tels que les nôtres. 
Ces écoulements secondaires ou vitesse dans la direction z (celle de l’épaisseur) 
apparaissent en régime laminaire lors de la présence de changements de courbure. 
Ces écoulements présentent des hélicités symétriques positives et négatives 
(dirigées vers la paroi ou le centre de l’écoulement). Une étude approfondie sur 
l’influence des paramètres expérimentaux sur les vitesses dans la direction z nous a 
permis de mettre en évidence plusieurs points. Les lignes de courants traversant ces 
écoulements sont déviées vers les parois supérieures et inferieures à l’entrée des 
microcanaux et vers le centre du canal en sortie. L’influence sur la contrainte de 
cisaillement a également été étudiée à la vue du rôle qu’elle peut jouer sur l’adhésion 
bactérienne. La confrontation de ces résultats avec ceux obtenus 
expérimentalement a permis de poser une hypothèse sur la formation de panaches. 
Les écoulements secondaires présents à l’entrée des canaux entrainant les lignes de 
courant vers les parois et augmentant la contrainte de cisaillement vont favoriser 
l’adhésion bactérienne au niveau des coins à l’entrée des canaux. Des filaments 
constitués de bactéries et d’EPS vont se former, traverser les canaux pour enfin être 
dirigés vers le centre de l’épaisseur grâce aux écoulements secondaires présents en 
sortie de canaux. Ils vont se rejoindre et former un filet de pêche qui va grossir en 
capturant les bactéries libres dans le flux. La tortuosité augmente le nombre de 
zones d’écoulements secondaires et donc la probabilité que les bactéries adhérent et 
forment des filaments. L’augmentation du débit augmente les vitesses en z ainsi que 
la contrainte de cisaillement, ce qui se traduit par une cinétique de formation des 
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panaches plus rapide. La diminution de la taille d’ouverture des canaux déplace les 
zones d’écoulements secondaires plus prés des parois et donc dévie plus fortement 
les lignes de courant et ainsi augmente la probabilité d’adhésion des bactéries à 
l’entrée.  
Ce travail a permis d’obtenir de nombreuses informations concernant le 
transfert des bactéries à travers une interface poreuse. Des phénomènes difficiles à 
identifier ont été mis en évidence notamment la formation de panaches bactériens 
en aval du réseau de microcanaux de taille supérieure à celle des bactéries utilisées. 
Cela a été possible grâce au choix des outils pour réaliser ce travail, que cela soit par 
l’utilisation des microsystèmes en PDMS, qui a permis une observation en 
dynamique des phénomènes, ou par l’utilisation de la microscopie confocale sans 
laquelle la reconstruction tridimensionnelle des panaches n’aurait pas été possible.  
 
Lors de cette étude des éléments de réponses ont été trouvées concernant  la 
problématique posée, mais ces résultats soulèvent également de nouvelles questions 
auxquelles il faudra répondre pour mieux comprendre la formation des panaches et 
ainsi mieux anticiper leurs conséquences sur le fonctionnement de procédés. 
Sur la formation de panaches bactériens, une étude sur les premiers instants 
de l’adhésion serait nécessaire afin de déterminer avec exactitude la localisation des 
premières bactéries stoppées. Cette localisation permettrait de confirmer 
l’hypothèse proposée sur la formation de panaches bactériens. Selon laquelle les 
premières bactéries devraient adhérer au niveau des coins des barres de support, 
dans les zones proches des parois supérieure et inferieure. Pour cela l’utilisation de 
la microscopie confocale avec une acquisition rapide peut être une solution. Par 
ailleurs l’utilisation de bactéries mutantes fluorescentes peut être une alternative au 
marquage avec du Syto9. En effet ce dernier marque efficacement l’ADN mais le 
fait qu’il émette dans la plage des longueurs d’ondes correspondant à l’UV, ne 
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permet pas un balayage rapide et soutenu des bactéries marquées, du à l’effet 
bactéricide des UV. 
Dans le Chapitre II : Matériels et Méthodes, ont été présentés des 
microsystèmes comprenant des fentes de 2 µm d’épaisseur. Ils n’ont jamais été 
testés dans le cadre de ces travaux de thèse. Ces microsystèmes peuvent être 
intéressants pour étudier le comportement bactérien à une interface poreuse ayant 
des tailles de pores du même ordre de grandeur que la dimension de la bactérie. Ce 
genre de microsystèmes peut permettre la visualisation de la déformation 
bactérienne en dynamique. L’utilisation de grossissement plus important est 
indispensable. Les résultats pourraient être comparés à ceux obtenus lors des 
études sur les fuites bactériennes en filtration (Lebleu, 2010). Dans une même 
optique il serait intéressant de concevoir des microsystèmes avec des tailles de 
canaux plus petites à l’image des nanocanaux déjà utilisés aux LAAS (travaux en 
cours de P. Joseph) pour étudier la capillarité ou l’évaporation. 
Nos résultats sur Pseudomonas aeruginosa mucoïde ou non sont à explorer puis 
qu’ils permettent de mettre en avant le potentiel rôle de différents EPS ; l’alginate 
paraissant peu impliqué dans la formation de panaches décrite ici. Les perspectives 
concernent donc l’évaluation du rôle des différents EPS, que ce soit leurs caractères 
physico-chimiques ou la définition de leur caractères pré-excisant ou excrétés. En 
effet, bien que nous soyons en conditions non nutritive une réponse rapide au 
stress pendant la filtration peut être envisagée. Des essais sur des bactéries non 
viables doivent donc être réalisés, ainsi que peut-être des essais en condition de 
stimulation ou d’orientation de production d’EPS (ex : glycérol pour P. aeruginosa). 
Au vu des résultats obtenus sur des systèmes « idéaux » avec une seule 
souche bactérienne, des conditions isotoniques, une complexification des 
paramètres opératoires est envisageable. Une intégration de particules inertes dans 
la suspension bactérienne ou le mélange de deux types de bactéries (Escherichia coli 
et Pseudomonas aeruginosa par exemple) seraient des voies d’étude intéressantes. La 
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présence de particules pourrait probablement favoriser la formation de panaches en 
modifiant l’hydrodynamique locale. Cette complexification est indispensable pour 
déterminer le poids des différents paramètres rentrant en jeu dans des systèmes et 
suspensions réelles.  
Enfin, la formation de panaches peut jouer un rôle important sur la 
contamination de réseau de distribution d’eau (pour lesquels il existe un 
développement bactérien même dans des conditions non nutritives) et le 
fonctionnement de nombreux procédés. Il serait intéressant d’arriver à concevoir 
des manipulations permettant de valider la présence des phénomènes que nous 
avons observés dans des microsystèmes, sur des membranes de microfiltration. 
Pour commencer, des membranes comportant un défaut de la taille d’une dizaine 
de microns pourraient être utilisées pour filtrer des suspensions bactériennes. La 
quantification de la présence de bactéries par fluorescence en amont et en aval de la 
membrane pourrait permettre de vérifier si des panaches se forment également sur 
des membranes.    
L’ensemble de ces travaux doit permettre à terme de mieux connaitre le 
transport et l’accumulation de bactérie dans des milieux poreux et donc de pouvoir 
mieux contrôler l’impact de ces phénomènes sur le fonctionnement de procédés.  























Annexe I : Wafer double couche 
La spécificité de ce wafer est la conception de géométries multi épaisseur. En bleu 
l’épaisseur est de 2 µm et en vert de 48 µm. L’intérêt est d’arriver à obtenir des 
designs de l’ordre de grandeur d’une bactérie. La vue du logiciel CleWin est donnée 
figure 1. 
 
Figure 1 : Wafer double épaisseur. 
 
Le détail de la nomenclature et des géométries est donné dans les tableaux 1 et 2. 
Dans le tableau 1 est récapitulées les géométries reprises et adaptées du wafer utilisé 
lors des travaux de thèse, avec notamment des canaux type « Droit », « Plot » ou 




facteur de forme. Les canaux ont des ouvertures de 5µm, une longueur entre 50µm 
et 200µm. 
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Tableau 1 : Récapitulatif de la nomenclature et des géométries identiques au 
masque utilisé dans l’étude. 
 
Le tableau 2 est un inventaire des nouvelles géométries spécifiques de ce wafer. Le 
logiciel CleWin nous a permis d’avoir une grande liberté au niveau des designs. 
Dans ce tableau nous retrouvons des canaux de 2µm d’épaisseur avec des puits de 
48µm au centre permettant des variations de trajectoire du flux.  










     
Tableau 2 : Récapitulatif de la nomenclature et des géométries spécifiques du 





Annexe II : Influence du diamètre des microcanaux  












Annexe III : Influence de la tortuosité  













Annexe IV : Influence du type d’entrée : 












Annexe V : Influence du débit 













Annexe VI : Influence du type de Pseudomonas aeruginosa  
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Annexe VII : Influence du type de souche Gram positif 
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Annexe VIII : Influence du milieu de suspension  












Annexe IX : Filtration sur la géométrie Ftest  
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%Aire Fraction d’aire noire % 
3D Trois dimensions  
A Surface des bactéries accumulées mm2 
AFM Microscopie à force atomique  
BRM Bioréacteur à membrane  
BSA Albumine du sérum bovin  
C Concentration molaire volumique Mol/m3 
CCC Concentration critique de coagulation  
CIP Collection de l’institut Pasteur  
D Canaux Droits  
EDTA   
ep Epaisseur du microsystème mm 
EPS Exopolysaccharide  
F Filtration Frontale  
FimH Fibrimae de type 1  
i Nombre d’ions  
L Largeur image mm 
lmoy Longueur moyenne des panaches mm 
MEB   
MET Microscope électronique à transmission  
P Canaux Plots  
PDMS Polydimethylsiloxane  
PP Canaux Petits Plots  
PSM Poste de sécurité microbiologique  
Q Canaux Quinconces  
Q Débit volumique mL/min 




Re Nombre de Reynolds  
S Aire de l’image mm2 
T Filtration Tangentielle  
t Temps min 
T° Température K 
UFC Unité formant colonie  
UV Ultra Violet  
ux, moy Vitesse moyenne m/s 
uz Vitesse dans la direction z m/s 
uz, max Vitesse maximale dans la direction z m/s 
V Canaux Vagues  
V Volume bactérie accumulée mm3 
Vb Volume d’une unité formant colonie mm3/UFC 
WP Canaux Wyss Plots  
WQ Canaux Wyss Quinconces  
x Facteur de proportionnalité  
z Direction épaisseur du microsystème µm 
Π Pression osmotique Pascal 
ε Porosité  
η Efficacité de capture des microsystèmes  
   
   
   
   









Formation de panaches bactériens lors de la filtration à travers des microsystèmes. 
 
Le fonctionnement de procédés de filtration utilisés lors de la production d’eau potable, peut être altéré par une 
présence non contrôlée de bactéries. L’adhésion bactérienne et la formation de biofilm sont des phénomènes 
complexes qui sont influencés par des paramètres hydrodynamiques, physicochimiques ou microbiologiques. 
L’objectif de cette thèse est de progresser dans la compréhension du transfert bactérien lors de l’écoulement 
dans un milieu poreux. Des microsystèmes en PolyDiMethylSiloxane à géométries contrôlées mimant des 
systèmes de filtration ont été développés pour suivre par microscopie optique la dynamique d’adhésion 
bactérienne. Les résultats expérimentaux, en conditions non nutritives, montrent qu’Escherichia coli ainsi que 
d’autres bactéries de type Gram – ou de type Gram +, forment des panaches en aval des microcanaux ; ce 
phénomène est exacerbé par la tortuosité du milieu poreux. En parallèle, une étude numérique des écoulements 
a mis en évidence un lien entre la présence d’écoulements secondaires perpendiculaires à l’entrée et à la sortie 
des microcanaux et la formation de panaches. A partir des résultats numériques et expérimentaux, un scénario 
pour la formation de panaches a été élaboré : i) Transport des bactéries vers les parois facilité par les 
écoulements secondaires ; ii) Formation de filaments entraînés vers le centre de l’écoulement par les 
écoulements secondaires en sortie de canal ; iii) Capture des bactéries par les filaments (effet filet de pêche) et 
formation de panaches. La connaissance de ces phénomènes pourra permettre de mieux contrôler le risque de 
développement bactérien dans les procédés de filtration ou dans des réseaux d’eaux. 
Mots clés : Filtration, transfert, accumulation, microfluidique, milieux poreux, panaches bactériens, écoulements 
secondaires. 
 
Bacterial streamers formation during the filtration across microsystems. 
 
The operation of filtration units, such as those used in the production of drinking water, can be altered by the 
uncontrolled presence of bacteria. Bacterial adhesion and biofilm formation are complex processes influenced 
by factors (hydrodynamic, physico-chemical, microbiological, etc.). The aim of this thesis was to make progress 
in the understanding of bacterial transfer during flow through a porous medium. Microfluidic devices made of 
polydimethylsiloxane with controlled geometries mimicking filtration systems were developed to follow, by 
optical microscopy, the adhesion dynamics. Experimental results, in non-nutritive conditions, show that 
Escherichia coli and other Gram– bacteria (Pseudomonas aeruginosa) or Gram+ bacteria (Enterococcus hirae, Staphylococcus 
aureus), accumulate as streamers in the downstream a zone of the microchannels and that streamers are 
promoted by medium's porous tortuosity. In parallel, a numerical flow study highlighted a link between streamer 
formation and the presence of secondary flow at the inlet and the outlet of the microchannels. From the 
numerical flow simulations and experimental results, a scenario for streamer formation is proposed: i) bacterial 
transport toward the wall, enhanced by the secondary flow at the microchannel entrance; ii) formation of 
filaments, driven towards the bulk by secondary flow at the microchannel outlet; iii) capture of bacteria by the 
filaments (“fishing net” effect) and streamers formation. A fuller understanding of these phenomena should 
allow better control of bacterial development in filtration processes (e.g. sand filtration or membrane filtration) 
or other systems such as water distribution networks.  
Keywords: Filtration, transfer, accumulation, microfluidic, porous media, bacterial streamers, secondary flow.  
 
